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TÍTULO: ESTUDIOS SEROLÓGICOS, BIOLÓGICOS Y MOLECULARES DE 
TOXOPLASMA GONDII Y SU RELACIÓN CON LA TRANSMISIÓN 
TRANSPLACENTARIA EN INFECCIONES NATURALES EN CABRAS 
PALABRAS CLAVES:  
Toxoplasma gondii, cabras, seroprevalencia, ELISA-TgSAG1 (P30), 
genotipificación.  
RESUMEN 
Toxoplasma gondii es un parásito protozoario que se encuentra distribuido 
mundialmente y que afecta a un amplio rango de mamíferos y aves causando la 
enfermedad denominada toxoplasmosis. En pequeños rumiantes la 
toxoplasmosis es considerada una causa importante de problemas 
reproductivos. El signo más característico de esta infección en caprinos es la 
presencia de abortos y natimortos, aunque también puede producir muerte 
embrionaria, nacimiento de cabritos débiles o de animales clínicamente 
normales pero infectados. 
En este trabajo se determinó la seroprevalencia de la toxoplasmosis caprina en 
Argentina a través de la detección de anticuerpos anti-T. gondii en sueros de 
cabras (n= 4092) de 209 establecimientos por la prueba de Inmunofluorescencia 
Indirecta (IFI) en las provincias de: Buenos Aires (n= 735), Córdoba (n= 2187), San 
Luis (n= 389), La Rioja (n= 237), Río Negro (n= 123), Catamarca (n= 219) y Salta 
(n= 202). Además se determinaron las diferencias entre los distintos sistemas de 
manejo semi-intensivo/intensivo (n= 1235) y extensivo (n= 2766). La 
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seroprevalencia de anticuerpos anti-T. gondii hallada en el país fue del 39 % 
(1596/4092). Todas las provincias analizadas y el 76,1 % (159/209) de los 
establecimientos presentaron animales seropositivos a T. gondii. Las 
seroprevalencias fueron diferentes entre regiones, siendo las más altas en las 
provincias de Catamarca (71 %), Buenos Aires (63 %) y Río Negro (51,2 %), y las 
más bajas en Salta (27,7 %), La Rioja (22,4 %) y San Luis (19,8 %), mientras que 
Córdoba presentó una seroprevalencia intermedia (33,3 %) (p <0,0001).  
Se detectó una seroprevalencia del 56,8 % (701/1235) y del 30,9 % (864/2766) en 
establecimientos con manejo semi-intensivo/intensivo y extensivo, 
respectivamente. La seroprevalencia fue significativamente mayor en 
explotaciones lecheras con manejo semi-intensivo/intensivo (p<0,0001; OR= 
2,94). De acuerdo a lo resultados obtenidos es posible concluir que la 
toxoplasmosis caprina se encuentra ampliamente distribuida en el país y que las 
diferencias encontradas entre las distintas regiones de Argentina podrían 
deberse al sistema de producción de los animales, condiciones climáticas y/o 
características geográficas.  
Se evaluó una prueba de ELISA con el antígeno nativo TgSAG1 (P30) de T. gondii 
(ELISA-P30) para el diagnóstico de la toxoplasmosis en caprinos. Se utilizaron 478 
sueros de distintas provincias con resultados concordantes a las pruebas de IFI e 
Immunoblot como estándar relativo de comparación (ERC). El análisis por curva 
ROC determinó que el ELISA-P30 fue altamente preciso con un área bajo la curva 
(AUC) de 0,9788 y una concordancia casi perfecta (k= 0,9381) en relación al ERC. 
Se obtuvieron valores de 96 % y 98 % de sensibilidad y especificidad 
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respectivamente, con el valor de índice relativo de 0,2185 como cutoff. El ELISA-
P30 se validó para la detección de anticuerpos anti- T. gondii en cabras 
naturalmente infectadas de nuestro país. 
Se estudiaron tejidos de 54 fetos caprinos (que incluyeron abortos, natimortos y 
muertos perinatales), 35 placentas y 42 sueros de cabritos antes de ingerir 
calostro (sueros precalostrales) para determinar la transmisión vertical, la tasa 
de abortos y caracterizar molecularmente los genotipos de T. gondii presentes 
en infecciones naturales de cabras. Las muestras de suero y líquidos fetales se 
analizaron mediante la prueba de IFI. Los homogenatos de SNC de 11 fetos se 
inocularon por vía subcutánea en ratones para realizar el aislamiento. Los tejidos 
fetales, las placentas caprinas y los tejidos de ratones inoculados fueron 
analizados por la técnica de reacción en cadena de la polimerasa (PCR). Las 
muestras positivas por PCR fueron sometidas a genotipificación por PCR anidada 
(nested-PCR) seguida por cortes con enzimas de restricción (RFLP) utilizando los 
marcadores moleculares nSAG 2, SAG3, BTUB, GRA6, L358, c22-8, c29-2, PK1 y 
Apico. El 13 % (7/54) de los fetos analizados fueron positivos a T. gondii, en todos 
se detectó ADN del protozoo en tejidos, principalmente en SNC. En un feto se 
detectaron anticuerpos para T. gondii. El 17,6 % (6/34) de las placentas 
analizadas presentaron ADN de T. gondii. No se logró el aislamiento del parásito 
a partir de las muestras inoculadas. En este estudio la transmisión de la infección 
a los fetos no se relacionó con seroconversión en sueros de las madres. Los 42 
sueros precalostrales evaluados fueron negativos a IFI, a pesar que el 85,7 % de 
los cabritos sangrados eran hijos de cabras seropositivas. En nuestro estudio 
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pudimos confirmar que la transmisión transplacentaria de T. gondii ocurrió en el 
13,3 % de las cabras con pérdidas reproductivas provenientes de 2 
establecimientos de la provincia de Buenos Aires con altas seroprevalencias. La 
transmisión vertical de T. gondii manifestada por el nacimiento de cabritos 
asintomáticos infectados tendría una limitada participación en el mantenimiento 
de la infección en hatos caprinos con alta seroprevalencia. 
Para la caracterización molecular de T. gondii se analizaron muestras de ADN de 
tejidos de 6 fetos y 3 placentas. Se obtuvieron genotipificaciones completas en 
tejidos de 2 de los casos de abortos, mientras que en el resto de las muestras se 
obtuvieron genotipificaciones parciales. El genotipo hallado en muestras de tres 
fetos (trillizos) fue atípico, con la mayoría de los marcadores tipo III, con 
excepción de C29-2 (tipo II), L358 y PK1 (ambos tipo I) y el otro genotipo 
presentó un patrón alélico tipo II y fue obtenido partir de una placenta con 
lesiones características. Los genotipos de T. gondii que afectaron a los caprinos 
en Argentina en su mayoría fueron atípicos con predominio de marcadores tipo 
III y se relacionaron con los genotipos detectados en otros hospedadores de la 
misma región. En la provincia de Buenos Aires fue factible detectar el genotipo II 
asociado a abortos en caprinos. Teniendo en cuenta que los sistemas de 
producción semi-intensivos/intensivos en nuestro país se dedican principalmente 
a la producción de leche y sus derivados, se recomienda tomar medidas para 
reducir la infección horizontal de los caprinos. 
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TITLE: SEROLOGICAL, MOLECULAR AND BIOLOGICAL STUDIES OF TOXOPLASMA 
GONDII AND ITS RELATIONSHIP TO TRANSPLACENTAL TRANSMISSION IN 
NATURAL INFECTIONS IN GOATS 
KEYWORDS:  
Toxoplasma gondii, goats, seroprevalence, ELISA-TgSAG1 (P30), genotyping. 
ABSTRACT 
Toxoplasma gondii is a protozoan parasite with a worldwide distribution that 
affects a wide range of mammals and birds, causing toxoplasmosis. In small 
ruminants toxoplasmosis is considered an important cause of reproductive 
disorders in many countries. The most common clinical signs of toxoplasmosis in 
goats are abortion and stillbirth. It can also cause embryonic death, neonatal 
death, birth of weak kids or clinically normal but infected kids. 
In the present study, the seroprevalence of T. gondii in goats from Argentina was 
estimated by Indirect Fluorescent Antibody Test (IFAT). Antibodies to T. gondii 
were determined in goat serum samples (n= 4092) belonging to 209 herds from 
Buenos Aires (n= 735), Córdoba (n= 2187), San Luis (n= 389), La Rioja (n= 237), 
Río Negro (n= 123), Catamarca (n= 219) and Salta (n= 202) provinces. 
Additionally, the differences between semi-intensive/intensive (n= 1235) and 
extensive (n= 2766) management conditions were determined. Overall, T. gondii 
seroprevalence was 39% (1596/4092). All provinces and 76.1 % (159/209) of 
herds had seropositive animals. Seroprevalence values varied between regions, 
being higher in Catamarca (71 %), Buenos Aires (63 %) and Río Negro (51.2 %) 
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and lower in Salta (27.7 %), La Rioja (22.4 %) and San Luis (19.8%), while Córdoba 
had an intermediate seroprevalence value (33.3%) (p< 0.0001). A seroprevalence 
of 56.8 % (701/1235) and 30.9 % (854/2766) was detected in farms with semi-
intensive/intensive and extensive management systems, respectively. The 
seroprevalence was significantly higher in dairy farms with semi-
intensive/intensive management conditions (p< 0.0001; OR = 2.94). According to 
these results, it is possible to conclude that caprine toxoplasmosis is widely 
distributed in the country and that differences among regions could be 
attributed to different animal production systems, weather conditions and/ or 
geographic characteristics. 
An ELISA test using the TgSAG1 (P30) native antigen of T. gondii (P30-ELISA) was 
evaluated for the diagnosis of caprine toxoplasmosis. 478 goats serum samples 
from different provinces of Argentina testing either positive or negative by both 
IFAT and IB were used as relative standard of comparison (RSC).The Receiver 
Operating Characteristics (ROC) analysis revealed that P30-ELISA was highly 
accurate with an area under curve (AUC) of 0.9788 and an almost perfect 
agreement (k = 0.9381) according to the RSC. Relative sensitivity and specificity 
of the P30-ELISA using a cut-off index value of 0.2185 were 96 % and 98 %, 
respectively. The P30-ELISA was validated for detection of antibodies against T. 
gondii in naturally infected goats in our country. 
Fifty-four goat fetuses (from abortions, stillbirths and neonatal deaths), 35 
caprine placentas and 42 sera from kids before ingesting colostrum were studied 
to determine vertical transmission, abortion rate and molecular characterization 
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of T. gondii genotypes in natural goat infections. Serum samples and fetal fluids 
were examined by IFAT. Brains from 11 fetuses were homogenized and 
inoculated subcutaneously into mice for isolation attempts. 
Caprine fetal tissues, placentas and tissues from inoculated mice were analyzed 
by the polymerase chain reaction (PCR) for T. gondii detection. Positive T. gondii 
DNA samples were genotyped by nested polymerase chain reaction- restriction 
fragment length polymorphism (PCR-RFLP) using the amplified markers nSAG 2, 
SAG3, BTUB, GRA6, L358, c22-8, c29-2, PK1 and Apico. Thirteen percent (7/54) of 
the analyzed fetuses were T. gondii positive, mainly in SNC. One fetus had 
antibodies against T. gondii. Toxoplasma gondii DNA was detected in 17.6% 
(6/34) of the placentas. Succesful isolation of T. gondii from the inoculated 
samples was not achieved. In this study, seroconversion was not detected in 
mothers when fetal infection occurred. The 42 sera of kids before ingesting 
colostrum were negative by IFAT, although 85.7 % of the kids were born from 
seropositive goats. In our study, we confirmed that transplacental transmission 
of T. gondii occurred in 13.3 % of goats with reproductive losses, from 2 herds 
with high seroprevalences in Buenos Aires province. All cases where T. gondii 
vertical transmission was confirmed resulted in abortion, stillbirths or neonatal 
deaths. Vertical transmission of T. gondii in clinically normal kids seems to have 
little importance in maintaining the infection in herds with high seroprevalence.  
DNA samples from 6 fetal tissues and 3 placentas were used for molecular 
characterization of T. gondii. Complete genotyping was achieved in tissues from 
2 cases of goat abortion, while the rest of the samples could be partially 
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genotyped. The genotype from three fetuses (triplets) was identified as atypical, 
with most markers showing a type III restriction pattern, except C29-2 (type II), 
L358 and PK1 (both type I), and another complete genotype from a placenta 
showed a type II allelic pattern in this study. The genotypes of T. gondii that 
infected goats in Argentina were mostly atypical with a predominance of type III 
markers and were related to the genotypes found in other hosts of the same 
region. In Buenos Aires province it was possible to find genotype II associated 
with goat abortions. In our country, semi-intensive/intensive production systems 
are mainly dedicated to the production of dairy products, therefore, it is highly 
recommended to follow the necessary control measures in order to reduce 







Toxoplasma gondii es un parásito protozoario que se encuentra 
distribuido mundialmente y que afecta a un amplio rango de mamíferos y aves 
causando la enfermedad denominada toxoplasmosis. Pertenece al Phylum 
Apicomplexa, familia Sarcocystidae (Beck et al., 2009). Fue hallado por primera 
vez en el año 1908 por los científicos Charles Nicolle y Louis Manceaux que 
estudiaban Leishmania en un roedor (gundi común, Ctenodactylus gundi) en el 
norte de África y en el mismo año por Splendore en conejos de Brasil. El nombre 
Toxoplasma gondii fue propuesto por Nicolle y Manceaux debido a las 
características morfológicas del parásito (del latín toxon: arco, plasma: vida) y al 
nombre del hospedador en que fuera descripto por ellos (gondii por 
Ctenodactylus gundi) (Fergurson, 2009; Morrisette y Ajioka, 2009).  
En el año 1939 se confirmó el primer caso de toxoplasmosis 
transplacentaria en humanos por Wolf, Cowen y Paige en un bebé que murió al 
mes del nacimiento en Nueva York, Estados Unidos. Porciones de su corteza 
cerebral fueron inoculadas intracerebralmente en conejos y ratones que luego 
desarrollaron encefalitis. Toxoplasma gondii fue demostrado en las lesiones de 
estos últimos y se logró realizar el pasaje a otros ratones (Dubey, 2009). 
Posteriormente, Sabin logró aislar el protozoo desde el encéfalo de un niño de 6 
años con encefalitis fatal, denominando al aislado RH, en conmemoración de las 
iniciales del nombre del paciente (Sabin y Cincinnati, 1941). 
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La transmisión congénita del parásito fue descripta en animales, 
principalmente en ovinos por Hartley y Marshall en 1957 y en ratones que 
presentaron infección congénita repetida por Beverly en 1959. 
Más tarde, en la década del 60, fue descripta la transmisión horizontal del 
parásito. Primero se demostró la transmisión en humanos por el consumo de 
quistes en carnes mal cocidas y se determinó la importancia del carnivorismo en 
el ciclo, a través de distintos estudios realizados por Kean et al. (1969). Si bien 
esta forma de infección explicaba parte de la transmisión de T. gondii, aún no se 
podía determinar la amplia infección presente en animales herbívoros como así 
también en personas estrictamente vegetarianas, cuya prevalencia fue 
encontrada similar a la de personas no vegetarianas por Rawal en la India en el 
año 1959. Parte del misterio se resolvió por Hutchison en el año 1965 al realizar 
experimentos alimentando a felinos con quistes tisulares de T. gondii e inocular 
ratones con materia fecal de los felinos y observar que se inducía toxoplasmosis 
en los mismos. Esto llevó a que se comenzara a estudiar si existía otra forma 
infectante del parásito, hasta que finalmente en el año 1970 se descubrieron los 
ooquistes de T. gondii en la materia fecal de felinos en forma simultánea por 
varios grupos de trabajo (Dubey et al., 1970a; 1970b). En ese mismo año, se 
conoció completamente el ciclo de vida de T. gondii al describirse la fase sexual 
del parásito en el intestino delgado del gato por Frenkel et al. (1970), y se realizó 
la caracterización morfológica y biológica de los ooquistes por Dubey et al. 
(1970b), diferenciándolos así de los ooquistes de otros coccidios. Se determinó 
que la contaminación ambiental con ooquistes era una fuente de infección para 
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las personas y animales (Dubey, 1996; Frenkel, 1973). Recién en el año 2006 se 
aislaron por primera vez ooquistes de T. gondii en agua potable almacenada en 
tanques de techos de escuelas y el hecho se vinculó epidemiológicamente a un 
brote de toxoplasmosis en Brasil (de Moura et al., 2006). 
1.2. Morfología de T. gondii 
T. gondii es un parásito unicelular eucariota que presenta un extremo 
anterior agudo o conoidal y uno posterior redondeado. Ultraestructuralmente 
presenta un núcleo y un citoplasma con organoides que cumplen las distintas 
funciones vitales. En su interior tiene una mitocondria, microtúbulos 
subpeliculares, complejo de Golgi, ribosomas, retículo endoplásmico liso y 
rugoso, gránulos densos, gránulos de amilopectina y una organela similar a un 




Figura 1. Ultraestructura del taquizoíto de T. gondii (modificado de Dubey, 2010). 
 
 
En su extremo anterior presentan el denominado complejo apical que 
consiste en un grupo de organelas y estructuras microtubulares que permiten la 
adhesión y penetración a la célula hospedadora (Dubey, 2010). Este complejo 
apical está constituido por anillos polares anteriores y posteriores, un conoide 
(estructura en forma de cono truncado formado por 6-8 microtúbulos enrollados 
en espiral dentro de los anillos polares) que puede girar, inclinarse, extenderse y 
retraerse al contactar con las células, roptrias de forma tubular o sacular que se 
extienden hacia la región posterior por dentro del conoide y secretan enzimas 
proteolíticas al exterior, micronemas (vesículas de 250 x 50 nm), gránulos densos  
(0,3 µm de diámetro) y microtúbulos subpeliculares que se originan del segundo 
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anillo polar y corren longitudinalmente a lo largo de la célula por debajo del 
complejo de membranas con una disposición en espiral (Dubey, 2010) (Figura 2). 
Las funciones del complejo apical están relacionadas con la penetración a 
la célula hospedadora y con la formación de un ambiente intracelular adecuado 
para el crecimiento y desarrollo del parásito (Chiappino et al., 1984; Nichols et 
al., 1983; Saffer et al., 1992). Toxoplasma gondii ingresa a la célula hospedadora 
por penetración activa de su membrana o por fagocitosis. Luego de ingresar, el 
parásito es rodeado por una membrana que deriva del plasmalema de la célula 
hospedadora y posteriormente secreta proteínas y produce una red tubular 
membranosa originando la vacuola parasitófora (VP) donde se aloja y comienza a 
replicarse (Sibley et al., 1995).  
Las estructuras del complejo apical se asocian a la presencia de gran 
cantidad de proteínas las cuales han sido identificadas y caracterizadas, debido a 
que tienen funciones específicas en el proceso de invasión celular y en la 
formación de la VP. Además, debido a que son de distinto peso molecular y la 
mayoría muy inmunogénicas, se utilizan para el desarrollo de distintas pruebas 
diagnósticas (Weis y Kim, 2007). Se han identificado las proteínas de las roptrias 
“ROP” (región del bulbo) y “RON” (región del cuello) de 44 kDa que son muy 
importantes en la invasión y formación de la VP; las proteínas de los gránulos 
densos, principalmente Gra1 (24 kDa), Gra2 (28,5 kDa), Gra4 (40 kDa) y Gra7 (29 
kDa) que son secretadas dentro de la VP y colaboran con la creación de un medio 
ambiente favorable para la multiplicación del parásito en su interior y la 
formación del quiste tisular (Karsten et al., 1998; Mercier et al., 2005). Entre las 
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proteínas de superficie, que son las primeras en ponerse en contacto con las 
células en la invasión y productos de la respuesta inmune del hospedador, se 
encuentran SAG1 (P30) de 30 kDa, SAG2 de 22 kDa, SAG3 de 43 kDa (presente en 
taquizoítos y bradizoítos) y SRS3 de 35 kDa (Grimwood y Smith, 1995; Lekutis et 
al., 2001). La proteína SAG1 ha sido descripta estructuralmente por Nagel y 
Boothroyd (1989) y es considerada un antígeno inmunodominante de T. gondii 
(Handman et al., 1980; Lekutis et al., 2001; Rodríguez et al., 1985). Se detecta 
únicamente en los taquizoítos, siendo la proteína más abundante de la superficie 
de los mismos, donde se encuentra homogéneamente distribuida, además de 
encontrarse en la red tubular de la VP (Kasper, 1989; Manger et al., 1998; 
McLeod et al., 1991; Sibley et al., 1986). También se ha comprobado que esta 
proteína cumple un rol fundamental durante la invasión celular del parásito 
(Grimwood y Smith, 1992; 1995; Mineo y Kasper, 1994). Se expresa en altos 
niveles en cepas virulentas de T. gondii como RH, por lo que se considera 
importante y relacionada con la virulencia (Windeck y Gross, 1996). Además ha 
sido utilizada para el diagnóstico serológico de la toxoplasmosis en numerosas 
especies (Hosseininejad et al., 2009; Maksimov et al. 2011; Pardini et al., 2012; 




Figura 2. Esquema del complejo apical de T. gondii (modificado de Dubey, 2010). 
 
 
1.3. Ciclo biológico de T. gondii 
Toxoplasma gondii posee un ciclo evolutivo indirecto facultativo donde 
los hospedadores definitivos (HD) son los felinos domésticos (Felis silvestris 
catus) y silvestres, mientras que los hospedadores intermediarios (HI) son todos 
los animales de sangre caliente: los mamíferos, entre ellos el hombre, e incluso 
mamíferos marinos y las aves (Dubey, 2010). Toxoplasma gondii presenta tres 
formas infectantes: los esporozoítos (en los ooquistes), los taquizoítos (estadíos 
de multiplicación rápida) y los bradizoítos (estadíos de multiplicación lenta) 
(Dubey et al., 1998). Los ooquistes son eliminados con las heces de los 
hospedadores definitivos al medio ambiente, mientras que los taquizoítos y los 
16 
 
bradizoítos pueden encontrarse en los tejidos de todos los hospedadores 
(Dubey, 2010) (Figura 3).  
Taquizoítos: Son los estadíos que se caracterizan por tener una rápida 
división intracelular, multiplicándose activamente en la fase aguda de la 
infección. Se localizan dentro de una VP en el citoplasma de diferentes tipos 
celulares. Presentan una forma similar a un gajo de naranja o de medialuna, con 
el extremo posterior romo y el anterior agudo donde se localiza el complejo 
apical. Su tamaño es de aproximadamente 6 μm de longitud x 2 μm de ancho, 
dependiendo del estado de división, con un núcleo de posición central.  
Bradizoítos: Representan la forma de multiplicación lenta que desarrollan 
dentro de quistes tisulares. Miden aproximadamente 7 μm de longitud x 1,5 μm 
de ancho y se diferencian de los taquizoítos en que son más delgados, tienen 
menor cantidad de roptrias, más gránulos de amilopectina P.A.S. (Acido 
peryódico de Schiff) positivos y el núcleo es de localización terminal o 
subterminal. Los quistes tisulares son redondos u ovoides y su tamaño varía 
considerablemente entre 5 y 100 μm, dependiendo del número de bradizoítos 
que alojen en su interior. Los quistes de T. gondii poseen una pared elástica y 
delgada (< 0,5 μm). Se localizan preferentemente en el tejido nervioso (cerebro, 
médula, nervios y retina) y en menor medida en hígado y pulmones, donde son 
de forma esferoidal, y en el músculo esquelético y cardíaco donde tienden a ser 
más elongados, ya que toman la forma de la célula que los contiene (Tenter et 
al., 2000). Los quistes pueden permanecer durante toda la vida en algunos 
hospedadores intermediarios. Se cree que la pared del quiste se rompe 
17 
 
periódicamente, reactivando a una multiplicación asexual rápida formando 
taquizoítos (Dubey, 1998a). Los bradizoítos son menos susceptibles a la 
destrucción por acción de las de las enzimas proteolíticas que los taquizoítos, lo 
que permite la transmisión horizontal por carnivorismo (Tenter et al., 2000). Los 
quistes tisulares constituyen la etapa final del ciclo de vida en los HI (Tenter, 
2009). 
Esporozoítos: Son las formas parasitarias que se encuentran en el interior 
de los ooquistes. Los esporozoítos son similares a los taquizoítos, excepto en que 
presentan abundantes micronemas, roptrias y gránulos de amilopectina. Miden 8 
μm de longitud x 2 μm de ancho y el núcleo es de ubicación subterminal. Los 
ooquistes son esféricos y miden aproximadamente 10 x 12 μm. Cuando 
esporulan son subesféricos a elipsoidales, con dimensiones de 11 x 13 μm, 
conteniendo dos esporocistos en su interior con 4 esporozoítos cada uno. 
Los tres estadíos son infectantes tanto para los HI como para los HD que 
pueden adquirir la infección por dos vías: horizontal, a través de la ingestión de 
ooquistes esporulados desde el medio ambiente o por ingestión de quistes 
tisulares contenidos en carne cruda o poco cocida o en vísceras de los 
hospedadores intermediarios, o vertical, por pasaje de taquizoítos por placenta 
al feto (Buxton y Losson, 2007; Dubey, 1998a; Dubey, 2010). En algunos animales 
también se ha determinado el pasaje de taquizoítos por la leche de la madre a la 
cría (Camossi et al., 2011; Hiramoto et al., 2001; Walsh et al., 1999). Así, T. gondii 
puede transmitirse desde HD a HI, desde HI a HD, como también entre 
hospedadores definitivos (en ausencia de hospedadores intermediarios) y entre 
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hospedadores intermediarios (en ausencia de hospedadores definitivos) (Tenter 
et al., 2000).  
Cuando un HD ingiere una forma infectante los protozoos desarrollan un 
ciclo intestinal que incluye una fase de multiplicación asexual (esquizogonia) y 
una fase de multiplicación sexual (gametogonia) que concluye con la formación 
de ooquistes. Estos ooquistes son eliminados junto con las heces de los felinos 
en forma inmadura y en el ambiente, bajo determinadas condiciones de 
temperatura y humedad se produce la maduración de los ooquistes 
convirtiéndose en infectantes (esporogonia), formándose los esporozoítos en su 
interior. Estos ooquistes pueden permanecer viables por períodos de hasta 18 
meses contaminando el suelo y las fuentes de agua y son infectantes tanto para 
HI como HD (de Moura et al., 2006; Dumètre y Dardé, 2003; Lélu et al., 2012).  
Los felinos eliminan ooquistes luego de ingerir cualquiera de los tres 
estadios infectantes: taquizoítos, bradizoítos o esporozoítos, lo que se relaciona 
con la duración del período de prepatencia. La eliminación de ooquistes se 
produce en 3 a 10 días luego de la ingestión de quistes tisulares, mientras que el 
período prepatente es mayor a 18 días luego de ingerir ooquistes, 
independientemente de la dosis (Dubey, 1996; Dubey, 2001). El período de 
prepatencia luego de ingerir taquizoítos también es mayor a 18 días, pero se 
observó que en algunos gatos alimentados con taquizoítos el período prepatente 
fue de 11 a 17 días, probablemente relacionado a la ingestión de etapas de 
transición entre taquizoítos y bradizoítos (Dubey, 2005). Menos del 50 % de los 
felinos eliminan ooquistes al ingerir ooquistes o taquizoítos, mientras que cerca 
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del total de ellos eliminan ooquistes luego de ingerir quistes tisulares (Dubey, 
1996; Dubey, 2001; Dubey, 2002; Dubey, 2005). Sólo se conoce con detalle lo 
que ocurre en los felinos luego de la ingestión de los quistes tisulares con 
bradizoítos; la pared del quiste se disuelve por las enzimas digestivas y los 
bradizoítos liberados penetran en las células epiteliales del intestino delgado e 
inician el desarrollo de varias generaciones del parásito hasta que la fase sexual 
se inicia dos días después con la formación de gametas. No se sabe que ocurre 
luego de la ingestión de ooquistes esporulados por en el gato, pero se supone 
que los esporozoítos inician una fase de multiplicación asexual como en los HI en 
los tejidos extraintestinales, donde primero se convierten en taquizoítos y 
posteriormente se convierten en bradizoítos, y en el curso de esta infección, 
algunos parásitos regresan al epitelio intestinal para iniciar la fase sexual del 
ciclo. En el caso de la ingestión de taquizoítos es más probable que la infección se 
produzca por penetración de la mucosa bucal y faríngea, ya que son menos 
resistentes a las enzimas digestivas y al ácido estomacal que los bradizoítos 
(Dubey, 2002; Dubey, 2005). Sin embargo, existen estudios donde los taquizoítos 
han sobrevivido luego de la administración por tubo estomacal (Dubey, 1998b; 
Dubey, 2005). La infección de los felinos cursa generalmente de forma 
asintomática y la transmisión vertical en ellos ocurre con poca frecuencia 
(Dubey, 2010). Los gatos generalmente eliminan grandes cantidades de 
ooquistes luego de una primera infección con T. gondii, pudiendo eliminar más 
de 100 millones de ooquistes al ambiente (Dubey, 1996). Hasta hace tiempo se 
consideraba que no volvían a eliminar ooquistes luego de una reinfección, sin 
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embargo, más recientemente se ha demostrado que pueden volver a hacerlo 
(Dubey, 2010). En algunos casos también se ha observado que algunos gatos 
vuelven a eliminar ooquistes aún sin reinfección (Dubey, 1995). 
Experimentalmente se ha determinado que la eliminación de ooquistes se vuelve 
a producir cuando existe coinfección con otros coccidios, como Isospora spp. y 
en gatos a los que se les administraron corticoides (Dubey, 1995; Dubey, 2010).  
En los HI se produce un ciclo extraintestinal con multiplicación del 
parásito en distintas células del organismo, luego de la ingestión de carne cruda, 
carne mal cocida o presas con quistes, o bien por la ingestión de ooquistes que 
contaminan aguas y alimentos. Cuando el HI ingiere las formas infectantes, éstas 
se liberan en el intestino, y se dirigen a distintas células donde se dividen. En este 
momento de invasión hay dos etapas: una de multiplicación asexual rápida, con 
formación de taquizoítos; y otra de multiplicación asexual lenta con formación 
de bradizoítos en quistes tisulares; así las carnes de las especies utilizadas para el 
consumo, son fuentes de infección si contienen quistes de T. gondii y se ingieren 
crudas o mal cocidas. El ciclo producido por la ingestión de ooquistes se ha 
estudiado en ratones, comprobándose que los esporozoítos penetran los 
enterocitos y llegan a la lámina propia donde se multiplican en células del 
endotelio vascular, fibroblastos, macrófagos y leucocitos; a las 12 horas p.i. se 
transforman en taquizoítos y en 6 días p.i. se forman los bradizoítos y los quistes 
tisulares. El ciclo inducido por la ingestión de quistes con bradizoítos por los HI 
sería similar al ciclo por ingestión de ooquistes, pero se ha demostrado que los 
bradizoítos son menos infecciosos que los esporozoítos para los ratones, ya que 
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la formación de taquizoítos se produce a los 2 días p.i. (Dubey et al., 1997). Los 
felinos además de albergar el ciclo intestinal de T. gondii (HD), pueden 
comportarse como HI desarrollando un ciclo extraintestinal (Dubey, 2010). Sin 
embargo, el ciclo de T. gondii está más adaptado a la trasmisión por carnivorismo 
en los gatos mientras que la transmisión por ooquistes es más eficiente en los HI 
(Dubey, 1996). (Figura 3). 
Figura 3. Ciclo biológico de T. gondii.  
(Modificado de www.cdc.gov/parasites/toxoplasmosis/biology.html) 
 
 
1.4. Genotipos de T. gondii  
La estructura poblacional de T. gondii es muy compleja y presenta 
patrones geográficos distintos (Lehmann et al., 2006). En los últimos años se ha 
avanzado sobre el estudio molecular de este parásito lográndose un mayor 
conocimiento de sus características y su comportamiento biológico. La mayoría 
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de los aislamientos de T. gondii de Europa y América del Norte han sido 
caracterizados por técnicas moleculares en tres genotipos típicos conocidos 
como tipo I, II y III que difieren notablemente en patogenicidad (Howe y Sibley, 
1995; Sibley et al., 2002), y se sugirió la distribución clonal del parásito, 
detectándose un predominio del tipo II (Lehmann et al., 2006). A pesar de que 
estos genotipos presentan diferencias genéticas menores al 1 %, los mismos 
presentan diferencias fenotípicas importantes en virulencia para el ratón. Los 
genotipos tipo I, representadas por la cepa de referencia RH, son de alta 
patogenicidad para el ratón produciendo infecciones letales, ya que la 
inoculación de un único protozoo en un ratón causa su muerte en 8-12 días p.i., 
mientras que los de tipo II y III son menos virulentas en el modelo ratón (Sibley et 
al., 2002). Sin embargo, en los últimos tiempos, una gran variabilidad genética ha 
sido determinada basada en la utilización de nuevos marcadores para su 
caracterización molecular, detectándose genotipos atípicos en otras regiones, 
principalmente en América del Sur; Asia y África (Ajzenberg et al., 2002; 
Ajzenberg et al., 2004; Dubey y Su, 2009; Dubey et al., 2012; Herrmann et al., 
2012; Pena et al., 2008; Rajendran et al., 2012; Su et al., 2006). La diversidad 
genética hallada indica que es necesario realizar estudios para determinar la 
virulencia, patogenicidad y comportamiento in vitro de estos nuevos genotipos, 
ya que algunos de ellos han demostrado tener alta virulencia en las especies de 
las que fueron aisladas (Khan et al., 2006). Conocer su relación con la 
presentación de la enfermedad en las distintas regiones y el comportamiento en 
las distintas especies animales, permitiría desarrollar nuevas estrategias de 
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diagnóstico y prevención (Beck et al., 2009). Es importante conocer la variedad 
de genotipos que circulan en Argentina dado que podrían estar relacionados con 
casos clínicos en humanos y en animales (Bernstein et al., 2018; Pardini et al., 
2016; Pardini et al., 2019).  
En cabras, los primeros aislamientos de T. gondii fueron obtenidos en 
Brasil por Spósito Filha et al. (1983) desde diafragmas de 3 de 95 cabras, y más 
tarde por Cavalcante et al. (2007) desde corazón de 2 de 169 cabras y por Ragozo 
et al. (2009) desde pools de cerebro, corazón, masetero y diafragma de 12 de 
143 cabras destinadas a consumo humano. En los últimos años también se 
obtuvieron aislamientos a partir de tejidos de cabras destinadas a consumo en 
distintos países (Clementino Andrade et al., 2013; Gebremedhin et al., 2014a; 
Kalambhe et al., 2017; Kyan et al; 2012; Paştiu et al., 2015; Rêgo et al., 2017; 
Satbidge et al., 2016). Otros aislamientos se obtuvieron a partir de abortos 
caprinos (de Oliveira et al., 2018; Silva Filho et al., 2008). También se han 
realizado estudios de caracterización molecular en sangre, leche y órganos de 
cabras (Hamilton et al., 2015; Mancianti et al., 2013; Miao et al., 2015; Spišák et 
al., 2010). Estudios realizados en Brasil y Argentina e incluso en Estados Unidos, 
han demostrado una diversidad genética importante también entre los 
aislamientos de cabras, con predominio de genotipos atípicos en muchos de los 
casos, tanto provenientes de material de abortos (Unzaga et al., 2014) como de 
tejidos destinados al consumo humano (Clementino Andrade et al., 2013; Dubey 




1.5. Importancia de la toxoplasmosis en humanos y animales 
La toxoplasmosis es reconocida como una importante zoonosis y se 
considera que un tercio de la población humana mundial se encuentra infectada. 
La infección en el hombre puede cursar en forma subclínica, pero si ésta se 
produce durante el embarazo puede causar lesiones oculares y cerebrales de 
intensidad variable en los fetos; y el desarrollo de encefalitis en pacientes 
inmunosuprimidos (Weiss y Dubey, 2009). 
En los animales, T. gondii presenta grados variables de patogenicidad 
según la especie determinando distintas presentaciones clínicas. Así se ha 
demostrado que algunos animales silvestres son altamente susceptibles al 
contraer la infección (Dubey, 2010), reportándose casos fatales en suricatas, 
canguros y monos de parques zoológicos (Basso et al., 2007; Basso et al., 2009; 
Moré et al., 2010). Dentro de las especies de producción, los bovinos parecen ser 
poco susceptibles a la enfermedad y la ingestión de carne bovina aún no se 
considera una fuente de infección relevante en humanos aunque la 
seroprevalencia en esta especie suele ser elevada (Dubey, 2010; Moré et al., 
2008). En las aves domésticas la infección cursa de forma subclínica, pero el 
estudio en las aves de traspatio es importante debido a que pueden considerarse 
como centinelas de la contaminación ambiental por ooquistes en una región, lo 
que permite relacionar los genotipos hallados en ellas con los que podrían estar 
presentes en la población humana en la misma zona (Dubey, 2010; Moré et al., 
2012; Pardini et al., 2016). En cerdos, la toxoplasmosis generalmente cursa en 
forma subclínica ocasionando en algunos casos natimortos o nacimiento de 
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animales débiles y la posibilidad de infección en ellos se relaciona con las 
condiciones de explotación, siendo mayor en los que se mantienen en forma 
extensiva (Venturini et al., 1999; Venturini et al., 2004). En pequeños rumiantes 
la toxoplasmosis es considerada una causa importante de problemas 
reproductivos en muchos países (Borde et al., 2006; Buxton et al., 2007; Chanton 
-Greutmann et al., 2002; Duncanson et al., 2001; Moeller et al., 2001; Silva Filho 
et al., 2008; van den Brom et al., 2012; van Engelen et al., 2014). En cabras los 
primeros en reportar la enfermedad fueron Feldman y Miller (1956) en un 
rebaño de Nueva York en Estados Unidos. Más tarde se describieron casos de 
infecciones naturales de toxoplasmosis asociadas a pérdidas reproductivas en 
cabras en Australia (Munday y Mason 1979) y en Estados Unidos (Dubey, 1981b; 
Dubey et al., 1986). Los primeros estudios experimentales que permitieron 
conocer más de las características de esta enfermedad y de la importancia de la 
trasmisión congénita en cabras fueron realizados en la década del 80 (Dubey, 
1981a; 1982; 1988; 1989; Dubey et al., 1980; 1985). 
1.6. Vías de transmisión y signos clínicos en caprinos 
Por mucho tiempo se consideró que la ingestión de pastura contaminada 
con ooquistes esporulados era la manera más significativa de infección para los 
pequeños rumiantes y luego se determinó la posibilidad de la transmisión 
vertical o transplacentaria de la que, sin embargo, se desconoce su relevancia en 
el mantenimiento de la enfermedad (Buxton y Losson, 2007; Dubey, 2010; Trees 
y Williams, 2005). Duncanson et al. (2001) determinaron que la vía vertical sería 
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la principal en el mantenimiento de la infección en un rebaño de ovinos que se 
mantuvo libre de gatos durante varios años. Hide et al. (2009) determinaron que 
la transmisión congénita ocurrió en el 66 % de las preñeces en un grupo de 
ovinos. Buxton et al. (2006) sugieren que la importancia de esta vía podría 
depender del genotipo de T. gondii implicado y recalcan la necesidad de evaluar 
su implicancia en la transmisión. Se especula que la transmisión vertical también 
podría ocurrir a través de la leche de la madre a la cría (Camossi et al., 2011). 
Dubey (1989) realizó estudios de infección experimental en cabras 
preñadas con distintas dosis de ooquistes (10, 100, 1000 y 10000) de una cepa 
virulenta, determinando que la signología se relacionaba con la dosis 
administrada. Todas las cabras presentaron fiebre entre los 2 y 5 días p.i.; las 
cabras infectadas con 100 o más ooquistes presentaron letargia, disminución del 
apetito, disnea y algunas de ellas diarrea; mientras que la mayoría de las cabras 
infectadas con 1000 o más ooquistes murieron entre los 7 y 20 días p.i. Todas las 
cabras infectadas que no murieron, abortaron o tuvieron cabritos infectados 
independientemente de la dosis recibida (Dubey, 1981a, Dubey et al., 1980). Los 
signos de anorexia, fiebre y letargia en la primer semana posterior a la 
inoculación y la presencia de abortos, fueron también reportados por otros 
autores que realizaron infecciones experimentales en cabras adultas (Abou Zeid 
et al. 2010; Nishi et al., 2001). Juránková et al. (2013) inocularon cabritos de 64-
68 días con ooquistes, demostrando que todos comenzaron con anorexia y fiebre 
a los 6-7 días p.i., 5 de ellos tuvieron diarrea y 3 episodios de tos durante 5-7 
días, sin presentar alteraciones bioquímicas ni sanguíneas.  
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Aunque las cabras parecieran presentar más signos clínicos en infecciones 
experimentales que otras especies (Dubey, 2010), la infección natural en cabras 
no gestantes transcurre generalmente en forma asintomática (Buxton y Losson, 
2007; Dubey, 2010). El signo más característico en infecciones naturales por T. 
gondii en caprinos es la presencia de abortos y natimortos, aunque también se 
puede producir muerte embrionaria o nacimiento de cabritos débiles o de 
animales clínicamente normales pero infectados (Borde et al., 2006; de Oliveira 
et al., 2018; Masala et al., 2003; Masala et al. 2007; Moreno et al., 2012; 
Pescador et al., 2007; Unzaga et al., 2014).  
Se ha sugerido que en los caprinos podría ocurrir la recrudescencia de 
una infección crónica durante la preñez, con eficiencia similar a lo que ocurre en 
bovinos infectados con Neospora caninum, basándose en infecciones 
experimentales donde los abortos se repetían, aún sin reinfección durante la 
preñez (Dubey, 1982). Esto difiere con lo que ocurre en ovinos en los que el 
pasaje de taquizoítos a través de la placenta se produce si hay primoinfección 
durante la preñez y el desarrollo de una efectiva respuesta inmunitaria previene 
los abortos en las subsiguientes infecciones (Buxton y Losson, 2007; Innes et al., 
2007; Rodger et al., 2006). Sin embargo, más recientemente se ha sugerido que 
la transmisión de T. gondii en sucesivas gestaciones en ovinos es más común que 
lo que se creía (Buxton et al., 2007; Duncanson et al., 2001; Morley et al., 2005; 
Williams et al., 2005). La vía vertical ha sido descripta de dos formas bien 
diferenciadas en bovinos infectados con N. caninum, parásito protozoario 
relacionado a T. gondii (Innes et al., 2005). Se describe como transmisión 
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transplacentaria “exógena” a la transmisión al feto durante la infección aguda de 
la madre (primoinfección durante la gestación) y como transmisión 
transplacentaria “endógena” cuando el feto se infecta debido a una reactivación 
de una infección crónica latente de la madre. Este fenómeno de recrudescencia o 
reactivación ocurriría debido a los cambios inmunológicos que ocurren durante 
la gestación (Innes et al., 2005; Innes et al., 2007; Trees y Williams, 2005). 
Recientemente se demostró la transmisión transplacentaria endógena de N. 
caninum en ovinos (González-Warleta et al., 2018). 
1.7. Patogenia del aborto  
La ocurrencia del aborto caprino por T. gondii depende del momento de 
la gestación en que se produce la transmisión del parásito al feto. 
Experimentalmente se determinó que cabras infectadas con T. gondii a los 51, 68 
y 79 días de gestación tuvieron fetos reabsorbidos o retenidos; y de 14 cabras 
infectadas entre los 83 y 130 días de gestación, 1 presentó un aborto, 10 
tuvieron cabritos nacidos muertos y 3 tuvieron cabritos nacidos vivos pero 
infectados (Dubey, 1981a). Abou Zeid et al. (2010) inocularon 12 cabras preñadas 
vía oral con ooquistes en distintos momentos de la gestación, observando que 
las cabras con 1-2 meses de gestación tuvieron reabsorción fetal, las cabras de 3 
meses de gestación presentaron abortos a los 28 y 40 días p.i. y las cabras de 
más de 4 meses de gestación tuvieron cabritos viables.  
Luego de la infección de una cabra preñada, la parasitemia se produce 
entre los 4 y 8 días p.i., T. gondii invade la placenta entre los 9 y 11 días p.i. y 
llega a los tejidos fetales 2 o 3 días después (Dubey, 1988; Dubey et al., 1980). Se 
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ha demostrado que este parásito se distribuye ampliamente en tejidos de 
cabritos congénitamente infectados. De un total de de 20 cabritos se aisló T. 
gondii a partir de cerebro, corazón y pulmones de 18 de ellos, de médula espinal 
en 15, de hígado en 14, de diafragma en 12 y de bazo y riñón en 10 (Dubey, 
2010). 
Las cabras pueden abortar antes de la segunda semana p.i. 
probablemente debido a la pirexia, mientras que el aborto en etapas posteriores 
ocurriría debido al daño placentario y/o de tejidos fetales. La multiplicación de T. 
gondii en los cotiledones placentarios produce daño local directo y necrosis 
progresiva de los mismos, lo cual podría originar la muerte fetal por insuficiente 
provisión de oxígeno y nutrientes (Buxton et al., 1982; Dubey, 1988). Si el daño 
placentario no es tan marcado, y si la infección transplacentaria ocurre en la 
gestación temprana (menos de 50 días), se produce la muerte embrionaria y 
reabsorción fetal, debido a que el sistema inmune del feto es rudimentario y por 
lo tanto, no es capaz de montar una respuesta eficaz para controlar la 
multiplicación del parásito (Buxton y Losson, 2007). En etapas de la gestación 
más avanzada los efectos de la infección dependerán de la eficacia de la 
respuesta inmune del feto para lograr vencerla. Puede ocurrir muerte fetal, con 
aborto y momificación, más frecuentemente cuando la infección ocurre a la 
mitad de la gestación (70-90 días) y el nacimiento de cabritos muertos, cabritos 
débiles o cabritos sanos en la gestación tardía (más de 110 días), aunque algunos 
pueden nacer viables pero infectados (de Oliveira et al., 2018; Dubey, 1981b; 
Dubey, 1982; Duncanson et al., 2001; Moeller, 2001; Pescador et al., 2007). Se ha 
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mencionado como frecuente en gestaciones múltiples, el nacimiento de un 
cabrito nacido muerto que puede estar acompañado por el nacimiento de uno 
nacido débil o un feto momificado (Buxton y Losson, 2007). En muchos casos se 
observan lesiones de la placenta. Es característica la presencia de áreas de 
necrosis, a veces calcificadas, en los cotiledones placentarios, que se observan 
macroscópicamente como focos blanquecinos de aproximadamente 3 mm de 
diámetro, mientras que las áreas intercotiledonarias no presentan lesiones o 
solamente presentan una leve congestión (Dubey, 1988; Buxton y Losson, 2007; 
Unzaga et al., 2014; van den Brom et al., 2012). 
 
1.8. Diagnóstico de la toxoplasmosis en caprinos 
La presencia de T. gondii puede determinarse con métodos de 
diagnósticos directos e indirectos (Dubey, 2010): 
Métodos directos: son aquellos que permiten detectar la presencia del 
parásito o de su ADN. Si bien estos métodos permiten realizar el diagnóstico 
definitivo de la infección, la mayoría sólo son posibles de realizar como parte del 
diagnóstico post mortem. Se incluyen las técnicas parasitológicas, 
histopatológicas y moleculares (para detectar al parásito en tejidos o fluidos).  
-Presencia de signos clínicos compatibles: La presencia de abortos es el 
signo más característico de la enfermedad en las cabras. El hallazgo de fetos 
momificados y de lesiones características en los cotiledones placentarios orienta 
al diagnóstico, pero no permiten realizar el diagnóstico definitivo, ya que estos 
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signos pueden presentarse en una variedad de enfermedades o bien estar 
ausentes en algunos casos de infección por T. gondii (Buxton y Losson, 2007).  
-Presencia de lesiones histopatológicas compatibles: Es posible 
determinar lesiones microscópicas en cortes histopatológicos de placenta, 
cerebro, hígado, pulmón y corazón de los fetos. A veces pueden detectarse 
quistes tisulares y taquizoítos asociados a las lesiones. En el sistema nervioso 
central es frecuente encontrar lesiones necróticas asociadas a la infección 
(Caldeira et al., 2011; Moeller, 2001; Nurse y Lenghaus, 1986; Pescador et al., 
2007, van den Brom et al., 2012). Se describe como característica la 
meningoencefalitis multifocal no supurativa con gliosis, vasculitis y necrosis, con 
predominio de infiltrados de macrófagos, células plasmáticas y linfocitos 
(Moeller, 2001; Pescador et al., 2007; Slosárková et al., 1999). También puede 
encontrarse leucomalacia como lesión secundaria en el cerebro fetal, debido a la 
anoxia causada por la progresiva necrosis multifocal de los cotiledones (Buxton 
et al., 1982; Buxton y Finlayson, 1986). Algunos trabajos clasifican las lesiones del 
sistema nervioso central como “características” cuando se encuentran focos 
necróticos multifocales, rodeados de células inflamatorias o focos múltiples de 
infiltrados no supurativos, y lesiones “compatibles” cuando se encuentran 
lesiones más leves, con escasos focos gliales o gliosis difusa sin áreas necróticas 
(Moreno et al., 2012; Pereyra- Bueno et al., 2004). En las placentas se observan 
focos de necrosis coagulativa en los cotiledones placentarios afectados, que se 
mineralizan con el tiempo; la inflamación asociada es no supurativa, con 
presencia de células mononucleares, y en algunos casos de infección temprana 
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pueden encontrarse parásitos en la periferia de las áreas necróticas (Buxton et 
al., 1982; Moeller, 2001; Pereyra- Bueno et al., 2004, van den Brom et al., 2012). 
En los pulmones, corazón e hígado se pueden observar lesiones de necrosis 
coagulativa focales asociadas a inflamación no supurativa dependiendo de la 
edad fetal (Pescador et al., 2007; Buxton y Losson, 2007) o bien sólo infiltrados 
mononucleares (Caldeira et al., 2011; Moreno et al., 2012; Pereyra- Bueno et al., 
2004; van den Brom et al., 2012). Las lesiones histopatológicas ocasionadas por 
T. gondii son similares a las presentes en abortos producidos por N. caninum, por 
lo que es necesaria la confirmación del agente etiológico a través de otras 
técnicas más específicas (Moeller, 2001; Moreno et al., 2012; Pescador et al., 
2007). 
-Identificación de los parásitos por Inmunohistoquímica: La 
inmunohistoquímica permite la detección del parásito en cortes de tejidos de 
animales infectados mediante la utilización de anticuerpos específicos y confirma 
el diagnóstico de la infección. Además, permite relacionar la presencia del 
parásito con las lesiones histopatológicas (Buxton y Losson, 2007). Se utiliza para 
la detección de quistes o taquizoítos en tejidos fijados con formol (Chanton -
Greutmann et al., 2002; Pescador et al., 2007; Moeller, 2001, van den Brom et 
al., 2012).  
-Aislamiento de los parásitos: El aislamiento se puede realizar inoculando 
diferentes cepas de ratones de laboratorio con material proveniente de órganos 
de animales infectados. Los tejidos más recomendados para la inoculación son: 
cerebro, pulmón e hígado de animales que han sufrido la infección. También 
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puede inocularse material de abortos, aunque es difícil obtener resultados 
exitosos, sobre todo si los tejidos se encuentran muy autolizados. Los órganos se 
homogenizan con solución fisiológica y antibióticos (penicilina-estreptomicina). A 
los 7-10 días p.i. se determina la presencia de taquizoítos realizando un lavado 
peritoneal en los ratones inoculados y si el animal muere en el transcurso de la 
infección se determina la presencia de taquizoítos en pulmón o quistes en el 
sistema nervioso central mediante observación en fresco al microscopio óptico. 
Los quistes tisulares pueden encontrarse a partir de las 4-6 semanas p.i. En el 
caso de no encontrarse el parásito, se debe determinar la presencia de 
anticuerpos anti-T. gondii en el suero del animal inoculado. La mayoría de los 
ratones presentan anticuerpos anti-T. gondii dentro de los 30 días p.i. pero 
ocasionalmente hasta los 2 meses, por lo que es recomendable continuar con la 
observación durante ese período (Dubey, 2010). A partir de los quistes tisulares, 
o más frecuentemente a partir de los taquizoítos obtenidos por lavado 
peritoneal o de los pulmones, pueden infectarse cultivos celulares que se 
mantienen hasta observar el crecimiento del parásito (Dubey, 2010).  
-Identificación de T. gondii por reacción en cadena de la polimerasa 
(PCR): La técnica de PCR puede utilizarse para verificar la presencia de este 
parásito en los tejidos a través de la identificación de fragmentos de ADN 
específicos, lo que a su vez permite diferenciarlo de otros protozoos utilizando 
primers específicos (Howe et al., 1995; Sibley et al., 2002). Puede llevarse a cabo 
a partir de muestras de diversos tejidos de animales infectados, e incluso de 
fetos y tejidos autolizados (Buxton y Losson, 2007). La desventaja de esta prueba 
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son los resultados falsos negativos, especialmente si se utiliza para la extracción 
de ADN una limitada cantidad de material. Toxoplasma gondii puede detectarse 
por PCR usando distintos marcadores, como los que permiten la amplificación de 
la secuencia del gen B1 (Burg et al., 1989); la subunidad ribosomal RNA (Tenter 
et al., 1994), la secuencia ITS1 (Hurtado et al., 2001) y el fragmento repetitivo de 
529 pb (Homan et al., 2000). La técnica de PCR se ha utilizado como diagnóstico 
en la detección del parásito en fetos abortados y tejidos de pequeños rumiantes 
(Amdouni et al., 2017; Asgari et al., 2011; Duncanson et al., 2001; Hamilton et 
al., 2015; Kalambhe et al., 2017; Masala et al., 2003; Sreekumar et al., 2004). La 
nested PCR seguida por cortes con enzimas de restricción (RFLP-PCR) es una de 
las técnicas más frecuentemente utilizada para determinar el genotipo de T. 
gondii presente en tejidos caprinos (Cavalcante et al., 2007; Miao et al., 2015; 
Ragozo et al., 2010; Rêgo et al., 2017). La caracterización molecular de T. gondii 
permite mejorar el diagnóstico y es una herramienta importante para diferenciar 
genotipos en relación con su virulencia y determinar fuentes de infección (Su et 
al., 2006).  
Métodos indirectos: Se basan en la detección de anticuerpos anti- T. 
gondii generados por la infección en suero sanguíneo, líquidos fetales y leche, a 
través del uso de distintas pruebas inmunoserológicas. En cabras se pueden 
utilizar para determinación de la prevalencia de la enfermedad en los rebaños y 
para el diagnóstico del aborto (Borde et al., 2006; Silva Filho et al., 2008). La 
detección de anticuerpos específicos en una única muestra de suero establece 
que el animal ha estado infectado en algún momento en el pasado. El aumento 
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en el título de anticuerpos (seroconversión positiva) determinado en 3-4 
semanas después de la detección en la primera muestra indica una infección 
aguda (Dubey, 2010; Juránková et al., 2013; Vitor et al., 1999).  
En el caso de abortos, la determinación de anticuerpos anti-T. gondii en 
una única muestra de suero de la madre abortada no es determinante para el 
diagnóstico del mismo, mientras que la identificación de anticuerpos específicos 
en los líquidos fetales confirma la infección fetal (Dubey, et al., 1986; Marques et 
al., 2012). Se debe tener en cuenta que la presencia de anticuerpos dependerá 
de la edad del feto y del grado de desarrollo de su sistema inmune (Duncanson et 
al., 2001; Tizard, 2009). Por esa razón, la serología fetal negativa no siempre 
indica ausencia de infección. También se sugiere tomar muestras de sueros de 
una misma cantidad de animales que abortaron y que no abortaron para poder 
detectar asociaciones entre presencia de abortos y títulos de anticuerpos como 
se recomienda para el diagnóstico del aborto por N. caninum en bovinos 
(Campero et al., 2017). Para establecer el nacimiento de animales infectados 
congénitamente, pero clínicamente sanos, es posible detectar la presencia de 
anticuerpos específicos en suero de cabritos previo a mamar el calostro, ya que 
su presencia indica que existió infección transplacentaria (Dubey et al., 1985; 
1986). Los anticuerpos adquiridos en forma pasiva a través del calostro declinan 
a los 3 meses de edad y desaparecen aproximadamente a los 5 meses de edad; 
por lo que, los anticuerpos específicos en caprinos mayores de 6 meses 
indicarían infección (Dubey, 2010; Rahman et al., 2015).  
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Las pruebas indirectas más utilizadas en caprinos son la técnica de 
inmunofluorescencia indirecta (IFI), la prueba de aglutinación modificada (MAT), 
la aglutinación indirecta y enzimoinmunoensayo (ELISA) (Buxton y Losson, 2007; 
Dubey, 2010). La prueba de Immunoblot (IB) también se ha utilizado en algunos 
casos en pequeños rumiantes (Conde et al., 2001; Wastling et al., 1994). Estas 
pruebas presentan distinta sensibilidad y especificidad según las características 
del antígeno utilizado. Algunas de las pruebas utilizan como antígeno taquizoítos 
enteros, por lo que los epitopes superficiales son los que están expuestos; en 
otras pruebas se utilizan taquizoítos fragmentados por diferentes métodos, en 
los cuales están mayormente expuestos los epitopes citoplasmáticos (Buxton y 
Losson, 2007). Las características de cada una de ellas se describen a 
continuación: 
-Prueba de Inmunofluorescencia Indirecta (IFI): Es una prueba muy 
utilizada en los pequeños rumiantes para el diagnóstico de la toxoplasmosis 
(Dubey, 2010; Munday y Corbould, 1971). Se utiliza como antígeno taquizoítos 
enteros inactivados, fijados a un portaobjetos que se enfrenta al suero 
problema. Para revelar la unión se utiliza un conjugado o anticuerpo secundario 
unido a una sustancia fluorescente o fluorocromo, que al ser excitada por luz 
ultravioleta emite un haz de luz que se visualiza con un microscopio de 
epifluorescencia. Es importante tener en cuenta que, si bien el antígeno puede 
utilizarse para el diagnóstico en cualquier especie, como conjugado se debe 
utilizar anti-inmunoglobulina especie específica. Los conjugados de anti-Ig G o Ig 
M caprina marcados con isotiocianato de fluoresceína están disponibles 
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comercialmente. La interpretación de sus resultados requiere de personal 
entrenado debido a que su lectura presenta cierto grado de subjetividad y la 
técnica consume mucho tiempo si se analiza un gran número de muestras. El 
título de corte utilizado en esta prueba dependerá del objetivo del estudio que 
se realice y del laboratorio (Buxton y Losson, 2007; Opel et al., 1991). 
-Prueba de Aglutinación Directa Modificada (MAT): El desarrollo de una 
prueba de aglutinación directa ha sido muy importante para el diagnóstico de la 
toxoplasmosis en humanos y en animales, ya que para realizarla no se requiere 
de equipos especiales ni conjugados (Dubey, 2010). La prueba original fue 
mejorada por Desmonts y Remington (1980) y posteriormente por Dubey y 
Desmonts (1987) que la llamaron prueba de aglutinación modificada (MAT). En 
esta prueba los taquizoítos naturalmente particulados aglutinan directamente 
frente a la presencia de anticuerpos específicos en el suero problema. La prueba 
se realiza en una policubeta de fondo en U donde se realizan las diluciones de 
suero. Es una prueba de fácil realización e interpretación ya que la unión 
antígeno-anticuerpo se observa a simple vista y puede utilizarse en distintas 
especies, ya que no usa un conjugado especie-específico para su revelado 
(Buxton y Losson, 2007). El suero se puede tratar con 2-mercaptoetanol que 
actúa sobre la inmunoglobulina M sérica, lo que permite diferenciar infecciones 
agudas de crónicas al detectar únicamente las Ig G, por lo que a veces puede no 
detectar animales que se encuentran durante las etapas tempranas de la 
infección (Dubey et al., 1987). También requiere de mayores cantidades de 
taquizoítos y de suero para que la reacción sea visible a ojo desnudo. La prueba 
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es sencilla de realizar y de leer, se puede utilizar para diagnosticar toxoplasmosis 
tanto en forma individual como en un gran número de muestras (Buxton y 
Losson, 2007). Resultados de MAT positivos se han relacionado a casos de 
aislamientos caprinos (Dubey et al., 2011; Ragozo et al., 2009) y Da Silva et al. 
(2002) determinaron que el MAT tiene buena concordancia en relación a la IFI 
para el diagnóstico de la toxoplasmosis en caprinos.  
-Aglutinación Indirecta: En esta prueba las fracciones antigénicas son 
adsorbidas a partículas utilizando como soporte glóbulos rojos 
(hemoaglutinación indirecta) (HAI) o partículas de látex (aglutinación en látex) 
(LAT). Existen kits comerciales que se han utilizado en cabras (Bawm et al., 2016; 
Figuereido et al., 2001; Jittapalapong et al., 2005; Opel et al., 1991; Rahman et 
al., 2014; Samad et al., 1993). Si bien pueden utilizarse para estudios de 
prevalencia serológica, no son aconsejables para el diagnóstico y seguimiento 
serológico ya que presentan menor sensibilidad en cabras en relación a otras 
pruebas (Figuereido et al., 2001; Patton et al., 1990). Por otra parte se debe 
tener en cuenta que varias de estas pruebas comerciales de aglutinación 
indirecta son producidas para la detección de anticuerpos en humanos, por lo 
que no es aconsejable su uso en animales sin haberlas validado en la especie 
correspondiente.  
-Enzimoinmunoensayo (ELISA): Esta prueba es ampliamente utilizada 
para la detección de anticuerpos para toxoplasmosis en pequeños rumiantes y 
ha tomado relevancia en los últimos años debido a su objetividad en la lectura y 
a la cantidad de muestras que es posible procesar simultáneamente. Como la IFI, 
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el ELISA es específico para cada especie y puede distinguir entre tipos de 
inmunoglobulina (Ig G o Ig M) detectada (Buxton y Losson, 2007). Es apropiada 
para la serología de rutina y para los estudios epidemiológicos (Vitor et al., 
1999). En esta prueba la unión antígeno-anticuerpo se revela por un conjugado 
especie-específico unido a una enzima que, al reaccionar con su sustrato 
específico en presencia de un cromógeno, produce una reacción coloreada. Es 
una prueba que permite la detección de cantidades pequeñas de complejos 
antígeno-anticuerpo. La lectura de la reacción se hace con un espectrofotómetro 
(lector de ELISA) que mide las densidades ópticas de la reacción de color (DO), 
por lo que permite una lectura objetiva de los resultados. La prueba de ELISA 
tiene sensibilidad variable, de acuerdo al tratamiento del antígeno. Los 
conjugados, sustratos y kits completos están disponibles comercialmente 
(Bartova y Sadlak, 2012; Deng et al., 2016; Iovu et al., 2012; Zhou et al., 2018). 
Los ELISAs pueden realizarse con extracto soluble de T. gondii (García et al., 
2012; Hamilton et al., 2014; Medeiros et al., 2014; van der Puije et al., 2000) o 
con taquizoítos enteros que se colocan en placas de microtitulación (Figueiredo 
et al., 2001). Los ELISAs utilizados para el diagnóstico de la toxoplasmosis en 
cabras han determinado valores similares a los encontrados por IFI (Carneiro et 
al., 2009; Czopowicz et al., 2011; Figueiredo et al., 2001; Fortes et al., 2018; 
García et al., 2012; van der Puije et al., 2000).  
Para mejorar la especificidad del ELISA para T. gondii se han desarrollado 
ELISAs con antígenos recombinantes, pero en algunos casos han demostrado una 
sensibilidad más baja que otros métodos utilizados en animales (Gamble et al., 
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2000; Pardini, 2011; Sager et. al, 2003). También se han desarrolla ELISAs con 
antígenos específicos de T. gondii purificados por afinidad, como el antígeno de 
superficie P30 o SAG1 (Lekutis et al., 2001) que demostraron tener buena 
sensibilidad y especificidad (Sager et al., 2003). Estudios realizados por 
Hosseininejad et al. (2009) utilizaron la proteína nativa TgSAG1 de PM 30 Kda de 
T. gondii para la detección de anticuerpos en perros, y Maksimov et al. (2011) en 
patos y gansos. Esta prueba ha demostrado una sensibilidad del 94,5 % y 
especificidad del 93,6 % en sueros de perros (Hosseininejad et al., 2009). 
También se ha estandarizado su utilización en cerdos en nuestro medio (Pardini 
et al., 2012) y actualmente proponemos su utilización en otras especies 
domésticas, especialmente en pequeños rumiantes. También existen ELISAs 
adaptados para detectar el aumento de la avidez de la Ig G que permiten estimar 
el momento de la infección. Esta avidez puede ser medida y usada para indicar si 
una infección por T. gondii es reciente o crónica (Buxton y Losson, 2007). Estos 
tests se basan en que a medida que la respuesta inmune madura luego de 
producida la infección, los anticuerpos aumentan su avidez (afinidad funcional) 
por el antígeno. Los anticuerpos producidos en forma temprana de menor 
afinidad forman enlaces lábiles en la unión antígeno-anticuerpo que pueden 
disociarse incluyendo una incubación con urea de manera que los valores de 
avidez altos descartarían infecciones recientes (Sager et al., 2003; Basso et al., 
2017). Los ELISAs de avidez han sido utilizadas en el diagnóstico de toxoplasmosis 
en humanos desde hace ya tiempo (Lappalainen y Hedman, 2004). En animales, 
un ELISA-P30 de avidez ha dado buenos resultados en el diagnóstico de la 
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toxoplasmosis en ovinos (Sager et al., 2003) al igual que un kit de ELISA comercial 
modificado en cerdos (Basso et al., 2017). También se reporta su uso en cabras 
en trabajos de Brasil como complemento de otras pruebas (Carneiro et al., 2009; 
Medeiros et al., 2014; Nunes et al., 2013). Bahia et al. (1995) determinaron que 
soluciones con alta concentración de urea permitieron discriminar entre 
infecciones agudas y crónicas en cabras, y que los valores de avidez aumentan a 
los 100 días p.i. en esta especie. 
-Immunoblot (IB): En esta prueba la unión antígeno-anticuerpo se 
produce sobre una membrana de nitrocelulosa o fluoruro de polivinilideno 
(PVDF) donde previamente se han transferido las proteínas de T. gondii, luego de 
realizar una corrida electroforética de las mismas en un gel de poliacrilamida. Las 
diferentes fracciones antigénicas o antígenos inmunodominantes (IDAs) se 
enfrentan con los sueros problemas. Luego se utiliza un conjugado formado por 
un suero anti-Ig especie específico unido a la enzima peroxidasa, que actúa sobre 
un sustrato en presencia de un cromógeno, produciendo un cambio de color. El 
reconocimiento de los antígenos de acuerdo a su peso molecular a los que se les 
ha unido el suero problema confirma la infección (Buxton y Losson, 2007). La 
prueba de IB también permite detectar anticuerpos específicos en los sueros de 
animales, pero no se utiliza como prueba de rutina debido a que es una técnica 
muy laboriosa. Puede usarse como prueba confirmatoria y para descartar 
reacciones cruzadas en sueros que dan resultados distintos por otras pruebas 
serológicas (Buxton y Losson, 2007). Esta prueba ha sido utilizada también en 
pequeños rumiantes para estudiar la respuesta inmune en infecciones 
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experimentales con T. gondii en caprinos (Conde et al., 2001) y frente a la 
vacunación en ovinos (Wastling et al., 1994). 
1.9. Prevalencia de la toxoplasmosis en caprinos 
En la mayoría de los estudios que comparan la presencia de anticuerpos 
para T. gondii entre distintas especies animales, se observó que los pequeños 
rumiantes presentan mayores seroprevalencias que los bovinos (Chikweto et al., 
2011; Gondim et al., 1999; Meireles et al., 2003; Rahman et al., 2014; Sharif et 
al., 2007; Tilahun et al., 2018). 
Los estudios de seroprevalencia de toxoplasmosis caprina se han 
realizado desde hace tiempo, detectándose tasas de infección muy variables en 
los distintos países (Dubey, 2010). Los datos más recientes de seroprevalencias 
en cabras estudiadas en el mundo se detallan en la tabla 1, donde se observa 
que varían entre el 4,6 y el 73,3 %, determinándose los valores más altos en 
Serbia (Djokic et al., 2014). 
43 
 







cabras % seropositivas 
Serbia (Djokic et al., 2014) MAT 25 431 73,3 % 
Rep. Checa (Bartova y Sedlak, 2012) ELISA PP 50% 251 66 % 
Bangladesh (Rahman et al., 2014) LAT 32 146 61 % 
Bulgaria (Prelezov et al., 2008) HAI  80 364 59,8 % 
Egipto (Barakat et al., 2009) HAI 80 306 59,4 % 
Países del Caribe (Hamilton et al., 2014) ELISA ND 442 52,9 % 
Rumania (Iovu et al., 2012) ELISA PP 30% 735 52,8 % 
España (Díaz et al., 2016) MAT ND 638 48 % 
Rusia (Shuralev et al., 2018) LAT 32 216 43,9 % 
Pakistán (Ahmed et al., 2016) ELISA ND 530 42,8 % 
China (Zhou et al., 2018) ELISA PP 30% 332 42,5 % 
Italia (Gazzonis et al., 2015) IFI 64 474 41,7 % 
India (Bharati et al., 2003) MAT 64 165 41,2 % 
Malasia (Chandrawathani et al., 2008) IFI 200 200 35,5 % 
Uganda (Bisson et al., 2000) ELISA PP 25% 784 31 % 
México (Alvarado-Esquivel et al., 2011) MAT 25 562 31 % 
Grecia (Tzanidakis et al., 2012) ELISA I 0,0429 541 30,7 % 
Irán (Sharif et al., 2007) IFI 16 400 30 % 
Tailandia (Jittapalapong et al., 2005) LAT 64 631 27,9 % 
Etiopía (Tilahun et al., 2018) ELISA PP 50% 410 27,6 % 
Ghana (van der Puije et al., 2000) ELISA OD 0,45 526 26,8 % 
Brasil (Calvacante et al., 2008) ELISA IR≥1 2362 25,1 % 
Nueva Zelanda (Opel et al., 1991) LAT 64 298 24,8 % 
Tanzania (Swai y Kaaya, 2013) LAT 16 337 19,3 % 
Portugal (Lopes et al., 2013) MAT 20 184 18,5 % 
Noruega (Stormoen et al., 2012) MAT 40 2188 17 % 
Holanda (Deng et al., 2016) ELISA PP 50% 1664 13,3 % 
Birmania (Bawm et al., 2016) LAT 64 281 11,4 % 
Estados Unidos (Yaglom et al., 2014) LAT 32 367 6,8 % 
Corea (Jung et al., 2014) ELISA PP 30% 610 5,1 % 
Nigeria (Kamani et al., 2010) ELISA ND 372 4,6 % 
IFI: Inmunofluorescencia indirecta; MAT: aglutinación directa modificada; LAT: aglutinación 
indirecta en látex; HAI: hemoaglutinación indirecta; ND: no descripto; PP: porcentaje de 
positividad; OD: densidad óptica; I: índice relativo al control positivo; IR: índice relativo al 





En América del Sur la toxoplasmosis en caprinos ha sido ampliamente 
estudiada en Brasil, donde se determinaron los valores de seroprevalencias más 
altos en la región nordeste, que es donde se concentra la mayor parte de la cría 
de caprinos: 40,4 - 47,6 % en Pernambuco (Bispo et al., 2011; Silva et al., 2003), 
37 - 47,1 % en Río Grande del Norte (Medeiros et al., 2014; Nunes et al., 2013) y 
39 % en Alagoas (Anderlini et al., 2008). También se describen seroprevalencias 
menores del 28,9 % en Bahía (Gondim et al., 1999), 25,1 % en Ceará (Cavalcante 
et al., 2008) y en Paraíba se observó que la seroprevalencia disminuyó del 24,5 % 
a 18,1 % (de Sousa et al., 2012; Faria et al., 2007). En la región sudeste la 
seroprevalencia fue del 29,1 % en Río de Janeiro (Luciano et al., 2011), en Minas 
Gerais se observó un aumento del 19,5 % al 45,8 % (Carneiro et al., 2009; 
Figuereido et al., 2001), mientras que en Sao Paulo los valores fueron del 14,5 % 
hasta el 28,7 % (Figliuolo et al., 2004; Mainardi et al., 2003; Meireles et al., 
2003). En la región sur se encontraron seroprevalencias de 30 % - 44,7 % en 
Paraná (Fortes et al., 2018; García et al., 2012; Reis et al., 2007; Sella et al., 1994) 
y del 30 % en Río Grande del Sur (Maciel, 2005). En el estado de Goiás de la 
región centro-oeste del país se determinó una seroprevalencia del 43,1 % 
(Linhares et al., 1999). 
La variación regional en las seroprevalencias descriptas puede deberse a 
diferencias en la población estudiada y a la presencia de diferentes factores de 
riesgo de infección (Tenter et al., 2000). También influyen en los resultados las 
pruebas serológicas y los títulos de corte utilizados (Dubey, 2010; Sharif et al., 
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2015). Se ha observado que existen diferencias en estudios de un mismo país 
dependiendo del número de animales analizados y de la región geográfica 
estudiada (Díaz et al., 2016; García-Bocanegra et al., 2013; Gebremedhin et al., 
2013; Li et al., 2016; Zewdu et al., 2013; Zhou et al., 2018) 
Muchos trabajos analizaron los factores de riesgo asociados con la 
infección por T. gondii en cabras. La edad de los animales es el factor más 
estudiado, demostrándose en la mayoría de los estudios que el número de 
animales seropositivos aumenta con la edad de los mismos (Alvarado-Esquivel et 
al., 2011; Anderlini et al., 2011; Iovu et al., 2012; Jittapalapong et al., 2005; 
Kamani et al., 2010; Opel et al., 1991; Ramzan et al., 2009; Teshale et al., 2007; 
Tilahun et al., 2018). Otros factores estudiados han sido el sexo de los animales, 
la raza, el sistema de crianza, manejo y prácticas sanitarias de las cabras (Bisson 
et al., 2000; Gazzonis et al. 2015; Gebremedhin et al., 2013; Jittapalapong et al., 
2005; Tzanidakis et al., 2012). La presencia de gatos y el clima húmedo han sido 
detectados como factores de riesgo relevantes para la toxoplasmosis caprina 
(Anderlini et al., 2011 Bawm et al., 2016; Cavalcante et al., 2008; Deng et al., 
2016; Díaz et al., 2016; Neto et al., 2008; Silva et al., 2003; Zi-hui et al., 2015). 
Los estudios poblacionales en los que se han realizado la detección de T. 
gondii proveniente de material de aborto de cabras son escasos, lo cual podría 
relacionarse con la dificultad de obtenerlos. Moeller (2001) confirmó por 
lesiones histopatológicas que T. gondii fue la causa del 3,3 % de 211 abortos 
caprinos en California, Estados Unidos, y van den Brom et al. (2012) del 5,9 % de 
170 fetos analizados en Holanda. Moreno et al. (2012) detectaron ADN de T. 
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gondii en el 3,8 % de 26 fetos caprinos en España. En Italia Masala et al. (2003) 
encontraron ADN de T. gondii en el 6,4 % de 356 tejidos fetales caprinos y más 
tarde hallaron ADN en el 13 % de 23 fetos caprinos y el 25 % de 8 placentas 
(Masala et al., 2007). También T. gondii fue hallado en el 15 % de 144 fetos 
caprinos en Suiza (Chanton –Greutmann et al., 2002) y en el 17 % de 24 fetos 
caprinos en Holanda (van Engelen et al., 2014). 
En nuestro país los datos serológicos sobre la toxoplasmosis en cabras 
son escasos (Venturini et al., 1993), así como la relación entre la prevalencia de 
esta enfermedad en cabras con diferentes condiciones de manejo y con la 
frecuencia en la aparición de abortos; sin embargo, se ha descripto el 
aislamiento de T. gondii a partir de material proveniente de un aborto caprino 
que fue recientemente identificado genéticamente como atípico (Unzaga et al., 
2014).  
1.10. Prevención y aspectos zoonóticos 
Se ha indicado que la toxoplasmosis es una de las zoonosis parasitarias 
más importantes debido a su alta incidencia en humanos (EFSA, 2007). La 
mayoría de las infecciones en las personas se adquiere en forma postnatal y los 
diferentes estadíos del protozoo son infectantes para humanos (Tenter, 2009). 
Los taquizoítos de T. gondii cumplen un rol importante en la transmisión vertical 
o congénita pasando al feto a través de la placenta. El consumo de tejidos que 
contengan taquizoítos podría originar la infección (Tenter, 2009). Los taquizoítos 
se han encontrado en leche de varias especies, incluidas las cabras, ovejas y 
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bovinos (Camossi et al., 2011; Dubey et al., 1980; Hiramoto et al., 2001; 
Mancianti et al., 2013), pero sólo el consumo de leche de cabra no pasteurizada 
ha sido asociada a casos de toxoplasmosis humana (Chiari et al., 1984; Riemann 
et al., 1975; Sacks et al., 1982; Skinner et al., 1990; Walsh et al., 1999). Más 
recientemente la excreción de T. gondii en leche se reportó en cabras infectadas 
experimentalmente (Dubey et al., 2014) y se han realizado en los últimos 
tiempos estudios moleculares en leche caprina proveniente de cabras con 
infección natural (Amaria et al., 2016; Bezerra et al., 2015; Cisak et al., 2017; da 
Silva et al., 2015; Mancianti et al., 2013; Saad et al., 2018; Spišák et al., 2010; 
Sroka et al., 2017; Tavassoli et al., 2013). Se ha demostrado que los taquizoítos 
pueden eliminarse por leche en forma intermitente y que pueden sobrevivir al 
proceso de elaboración de queso fresco (Dubey et al., 2014). También se 
determinó que existe correlación entre la seropositividad de las cabras y la 
presencia de ADN de T. gondii en sus leches (Spisák et al., 2010).  Sin embargo, 
no se puede descartar que cualquier tipo de leche podría ser fuente de infección 
si se consume cruda (Tenter, 2009) y se ha sugerido que la leche podría ser un 
factor de riesgo potencial para la transmisión horizontal de T. gondii en las 
personas (Paul, 1998). Los taquizoítos son sensibles a las enzimas proteolíticas y 
son usualmente destruidos por la secreción gástrica, pero se ha demostrado que 
pueden sobrevivir por un período corto de tiempo (2 horas) en soluciones ácidas 
de pepsina, y que administraciones orales de altas dosis de taquizoítos pueden 
causar toxoplasmosis en ratones y gatos (Dubey, 1998b). También se sugirió que 
los taquizoítos podrían penetrar a través de la mucosa oral y llegar así a la 
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circulación sanguínea o linfática antes de ser destruidos en el estómago 
(Riemann et al., 1975; Sacks et al., 1982). Los taquizoítos son destruidos por el 
calor y el proceso de pasteurización, por eso se recomienda pasteurizar o hervir 
la leche previo a su consumo. Esto es particularmente importante cuando va a 
ser consumida por niños, debido a que poseen una menor concentración de 
enzimas proteolíticas en el tracto gastrointestinal y son más susceptibles así a 
contraer toxoplasmosis por esta vía. En los adultos, la infección por taquizoítos 
podría estar asociado a comidas de lenta digestión que elevan el pH del 
estómago durante varias horas (Tenter, 2009).  
La mayoría de los casos de transmisión horizontal a los humanos se 
produce por la ingestión de quistes en carnes o vísceras de animales que actúan 
como HI y por ingestión de ooquistes en alimentos o agua de bebida (Tenter, 
2009). Los bradizoítos contenidos en los quistes son más resistentes a las 
enzimas digestivas que los taquizoítos y aunque son menos resistentes a las 
condiciones ambientales que los ooquistes (Dubey, 1998a; 1998b), pueden 
sobrevivir a los cambios de temperatura y permanecer infecciosos en carcasas 
refrigeradas (1-4ºC) o en carne picada hasta 3 semanas (Dubey et al., 1990). Se 
ha visto que sobreviven a la congelación (entre -1 a -8ºC) durante más de una 
semana (Kotula et al., 1991) pero la mayoría de los quistes se destruyen a 
temperaturas de congelación menores a -12ºC, aunque ocasionalmente algunos 
de ellos pueden seguir siendo infecciosos (Guo et al., 2015; Kuticic y 
Wikerhauser, 1996). Por el contrario, los quistes tisulares son inactivados por el 
calor a una temperatura de 67ºC y la supervivencia a temperaturas más bajas de 
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cocción depende de la duración de la misma (Dubey, 2000; Guo et al., 2015; 
Kotula et al., 1991). En condiciones de laboratorio se determinó que los quistes 
permanecen viables a 60ºC durante aproximadamente 4 minutos y a 50ºC 
durante aproximadamente 10 minutos (Dubey et al., 1990). Algunos estudios 
determinaron que los quistes tisulares son eliminados por procedimientos de 
curado con sal o ahumado, por lo que se ha sugerido que la carne procesada es 
una fuente poco probable de infección para las personas (Dubey, 1997; Guo et 
al., 2015; Lundén y Uggla, 1992). Sin embargo, el tiempo de supervivencia de los 
mismos varía mucho según la concentración de sal y la temperatura de 
almacenamiento (Dubey, 1997). En condiciones de laboratorio se observó que 
son eliminados en soluciones de cloruro de sodio al 6 % en todas las 
temperaturas examinadas (4-20ºC), pero han sobrevivido en soluciones con 
menor concentración de sal durante varias semanas (Dubey, 1997). 
Neumayerová et al. (2014) también comprobaron que los quistes sobreviven en 
carne envasada al vacío. Para evitar la transmisión horizontal de T. gondii por 
quistes es importante que la carne, vísceras o derivados no sean consumidas en 
forma cruda o poco cocida, que la cocción alcance una temperatura mayor a 
67ºC durante un período prolongado, y que la misma sea pareja en todo el corte, 
ya que algunos quistes tisulares permanecerán infecciosos si la cocción es 
desigual. Algo similar ocurriría si se utilizan procedimientos de cocción como las 
ondas del microondas (Lundén y Uggla, 1992). A pesar que la congelación por sí 
misma no es un método altamente seguro, la congelación profunda de la carne 
(a -12ºC o menos) antes de su cocción puede reducir el riesgo de infección (Guo 
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et al., 2015). También se recomienda que la carne cruda no sea probada hasta la 
cocción total y se debe tener cuidado en la manipulación previa de la carne cruda 
(Cook et al., 2000; Paul, 1998). Se debe evitar la contaminación cruzada 
manteniendo una correcta higiene en la cocina y los utensilios de cocina usados 
para la preparación de las carnes deben limpiarse con agua caliente y detergente 
inmediatamente después de su uso para destruir los quistes tisulares y los 
taquizoítos (Jacobs et al., 1960). La presencia de quistes tisulares en los HI es 
variable según la especie animal, por lo tanto no todos los animales utilizados 
para el consumo humano tienen la misma importancia para la salud pública 
aunque estén infectados con T. gondii (Guo et al., 2016). Muchas veces la 
seropositividad en los animales de consumo no refleja necesariamente el riesgo 
que poseen para sus consumidores (Tenter, 2009). Por ejemplo, en los bovinos, 
aunque la seroprevalencia para T. gondii en ellos sea alta raramente contienen 
quistes en sus tejidos (Moré et al., 2008), mientras que se determinó que sí 
existe correlación entre la seropositividad en cabras y la presencia de quistes en 
su carne (Dubey et al., 2011). Los quistes se han encontrado con mayor 
frecuencia en tejidos de porcinos, ovejas y cabras, considerándose las carnes de 
estos animales como una fuente importante de infección para los humanos, 
principalmente en los países o regiones donde se consumen regularmente (Guo 
et al., 2016; Hill y Dubey, 2013; Kijlstra y Jongert, 2008; Tenter, 2009).  
En el caso de la ingestión de ooquistes, se debe tener en cuenta que los 
mismos se vuelven infecciosos entre 1 a 5 días luego de la eliminación al medio 
ambiente y bajo determinadas condiciones ambientales, como suficiente 
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aireación, elevada humedad y temperaturas cálidas (Dubey, 1996). Los ooquistes 
son muy resistentes en el ambiente, pudiendo sobrevivir menos tiempo en 
condiciones frías y secas, mientras que pueden permanecer infectantes en suelo 
y arena húmeda hasta 18 meses (Dubey, 1996; Lélu et al., 2012). En condiciones 
de laboratorio, lo ooquistes esporulados sobrevivieron a 4ºC hasta 54 meses y 
freezados a -10ºC por 106 días (Dubey, 1998c). Sin embargo, murieron por calor 
a 55-60ºC en 1-2 minutos (Dubey, 1998c). La membrana de los ooquistes 
esporulados es muy impermeable, por lo que también son muy resistentes a los 
desinfectantes (Dubey, 1996). Los ooquistes se diseminan en el medio ambiente 
a través del viento, la lluvia, aguas superficiales y por el arrastre del agua de 
riego (Buxton et al., 2007; Dubey, 2010). Además pueden propagarse a través de 
lombrices de tierra e invertebrados coprófagos, y algunos insectos pueden actuar 
como hospedadores de transporte (Frenkel et al., 1995). El mayor riesgo de 
infección a través de ooquistes en las personas ocurriría por ingestión de frutas y 
vegetales crudos incorrectamente lavados, recomendándose el lavado por 
arrastre con agua preferentemente caliente (> 70ºC) (Tenter et al., 2000). 
También las personas pueden infectarse con ooquistes por contacto con el suelo 
contaminado, por ejemplo, al realizar trabajos de jardinería o en el caso de los 
niños al ingerir tierra o arena contaminada (Cook et al., 2000; Tenter et al., 
2000). Tanto el lavado de los vegetales como las tareas de jardinería deben 
realizarse utilizando guantes, sobre todo en personas embarazadas e 
inmunosuprimidas (Tenter et al., 2000). En las mujeres embarazadas también se 
recomienda evitar el consumo de vegetales crudos si no se conoce como se 
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realizó el proceso de lavado y su procedencia (Tenter et al., 2000). El contacto 
directo con los gatos domésticos no implicaría un riesgo para adquirir la infección 
debido a que los ooquistes no son infecciosos al momento de su eliminación. 
Igualmente, se recomienda que los gatos mantenidos como mascotas estén bien 
alimentados y castrados para evitar los hábitos de caza de roedores o aves y 
evitar así la exposición al parásito. Las heces de las bandejas sanitarias deben ser 
removidas diariamente para evitar que los ooquistes esporulen. La limpieza de 
las bandejas y utensilios usados debe realizarse también con agua caliente (> 
70ºC) y utilizando guantes. Estas tareas preferentemente no deberían ser 
realizadas por individuos inmunocomprometidos ni mujeres embarazadas.  
Para reducir las infecciones por T. gondii en cabras y en otros animales 
destinados al consumo, es necesario implementar medidas de manejo que 
incluyan el control del número de gatos en las explotaciones, limitar el acceso de 
los felinos a los lugares de almacenamiento de comida y a las fuentes de agua 
como también su acceso a los comederos y bebederos (Bawm et al., 2016; 
Cavalcante et al., 2008; Deng et al., 2016; Neto et al., 2008). Además, se sugiere 
evitar que los felinos consuman placentas durante la época de parición de las 
cabras (Anderlini et al., 2008). También es recomendable mantener las 
explotaciones libres de roedores y aves que podrían ser fuente de infección para 






-Avanzar en el conocimiento de la respuesta inmune y comportamiento biológico 
de las infecciones naturales por Toxoplasma gondii en cabras, para la generación 
de nuevas metodologías de diagnóstico y estrategias de control.  
Objetivos específicos primarios 
-Detectar anticuerpos para Toxoplasma gondii en sueros de cabras infectadas 
naturalmente mediante Inmunofluorescencia indirecta, Immunoblot y ELISA con 
la proteína nativa Tg SAG1 (P30). 
-Validar en nuestro medio el uso del ELISA TgSAG1 (P30) para el diagnóstico de la 
toxoplasmosis caprina. 
-Detectar tasas de transmisión vertical y aborto por T. gondii en cabras y 
asociarlas al status serológico. 
-Caracterizar molecularmente los genotipos de T. gondii presentes en infecciones 
naturales de caprinos a partir de placentas y fetos abortados. 
Objetivos específicos secundarios 
-Aislar cepas de T. gondii provenientes de tejidos caprinos o fetos infectados 
naturalmente. 




3. HIPÓTESIS RELEVANTES 
-La seroprevalencia de infecciones por T. gondii en cabras es variable en 
diferentes regiones de Argentina y puede asociarse a las pautas de manejo de las 
explotaciones. 
-La proteína nativa TgSAG1 (P30) utilizada en una prueba diagnóstica de ELISA 
estandarizada en el país, permite detectar caprinos infectados por T. gondii con 
alta sensibilidad y especificidad. 
-Se detectan tasas de transmisión vertical y aborto de T. gondii en rodeos 
caprinos con seroprevalencias superiores al 40 %. 
-Los genotipos de T. gondii que afectan las cabras de Argentina son diferentes a 
los obtenidos en otros países, lo que se asocia a diferencias en presentación 
clínica y tasas de transmisión para la toxoplasmosis caprina.  
 
Los apartados de materiales y métodos, resultados y discusión se presentan en 3 
capítulos diferentes para una mejor comprensión del desarrollo general de este 
trabajo. Los encabezados se relacionan con los objetivos específicos y se 
denominaron: 
- Seroprevalencia de T. gondii en caprinos de Argentina 
- Validación del ELISA TgSAG1 (P30) para el diagnóstico de la 
toxoplasmosis en caprinos 




4. SEROPREVALENCIA DE T. GONDII EN CAPRINOS DE ARGENTINA 
4.1. Materiales y métodos 
 4.1.1. Muestras 
Para determinar la seroprevalencia de la toxoplasmosis caprina en 
Argentina se realizó la detección de anticuerpos anti-T. gondii en sueros de 
cabras (n= 4092) a partir de muestras obtenidas en 209 establecimientos de 
distintas regiones del país. Las provincias y muestras analizadas fueron las 
siguientes: 
Buenos Aires:  
La provincia de Buenos Aires cuenta con unas 7.591 cabezas caprinas 
(INDEC CNA, 2002) y pertenece a la eco-región de la llanura pampeana con un 
clima templado-húmedo. Las lluvias son abundantes y varían entre 600 a 1100 
mm anuales, distribuidas durante todo el año. Las temperaturas medias de 
verano se encuentran entre los 20 y 25ºC y las de invierno entre los 5 y 12ºC con 
un promedio anual de 15-18ºC (Burkart et al., 1999). Para el estudio de la 
toxoplasmosis caprina se obtuvieron un total de 735 sueros de los 17 rebaños 
caprinos lecheros registrados en la provincia en el año 2012, pertenecientes a 
productores, escuelas agropecuarias y universidades, localizados en 12 partidos. 
Las muestras fueron recolectadas como parte de un programa de control de la 
brucelosis caprina del Ministerio de Asuntos Agrarios de la provincia y se 
obtuvieron dentro del marco del proyecto del INTA Balcarce titulado “Control de 
los problemas de salud que afectan las majadas de leche ovina y caprina”. Los 
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establecimientos tenían un manejo semi-intensivo/intensivo, dedicado 
principalmente a la producción de lácteos y de forma secundaria a la venta de 
cabritos. Todos los establecimientos tenían cabras de raza Saanen excepto un 
establecimiento que tenía cabras de raza Anglo Nubian y cruzas. El tamaño 
promedio de los hatos fue de 110 cabras (rango 12-322). De cada 
establecimiento fueron muestreadas 50 cabras al azar, mientras que aquellos 
establecimientos que presentaban menos animales fueron muestreados en su 
totalidad. Las muestras correspondieron a 720 hembras y 15 machos adultos, 
pero se desconocen los datos de edad individual y de presencia de abortos en 
estos rebaños. Todas las cabras eran seronegativas para brucelosis (Manazza et 
al., 2012a). Posteriormente, se seleccionaron al azar hasta diez muestras 
seropositivas para toxoplasmosis de cada establecimiento (n= 163, porque dos 
establecimientos tenían menos muestras seropositivas) para realizar el análisis 
de distribución de títulos.  
 Córdoba:  
La provincia de Córdoba cuenta con 151.265 caprinos (INDEC CNA, 2002). 
El estudio se realizó en los departamentos de Cruz del Eje, Minas y Pocho, 
ubicados en  la región noroeste de la provincia que contiene el 75 % de la 
población caprina de la misma (Sánchez, 2013). Los departamentos analizados 
pertenecen a la eco-región del Chaco Árido y presenta una temperatura media 
anual de 18ºC y una amplitud térmica de 14ºC. El déficit hídrico es muy elevado 
durante todo el año con precipitaciones inferiores a los 500 mm anuales 
(Sánchez, 2013). Estos tres departamentos se encuentran atravesados por las 
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Sierras de Comechingones y las Sierras Grandes que los dividen en dos zonas: la 
zona del Valle de Traslasierra con escasas precipitaciones de tipo estacional, con 
vertientes estacionales y vegetación xerófila, con montes de mediana altura y de 
transición a los llanos de La Rioja y degradados por la tala excesiva; y la zona 
serrana que es más húmeda y fría, con numerosas vertientes y vegetación más 
variable. La producción caprina en esta región se lleva a cabo en su mayoría por 
pequeños productores de escasos recursos económicos con unidades de 
producción pequeñas (de 10 a 150 cabras) y actividad diversificada, donde las 
cabras realizan un pastoreo extensivo en montes xerofíticos degradados y/o 
pastura natural. El producto principal es la producción de carne de cabrito 
mamón de ocho a diez kilos de peso vivo y de 30 a 60 días de edad (Sánchez, 
2013). Existen productores que reciben intervención de programas provinciales 
que realizan además una suplementación estratégica en invierno para 
incrementar la producción láctea y aumentar sus ingresos, obteniendo “leche 
residual” a través del ordeñe de cabras de tipo criollo, que se realiza después del 
destete del cabrito durante un período de 60 a 90 días. También existen algunas 
producciones lecheras nuevas que realizan un pastoreo semi-intensivo sobre 
pasturas naturales e implantadas, con suplementación de hembras gestantes y 
lactantes y crianza artificial de chivitos (Secretaría de Agroindustria, 2002). 
Para este estudio se obtuvieron 2187 sueros de cabras adultas 
pertenecientes a 76 establecimientos de los 3 departamentos mencionados. Los 
sueros se obtuvieron dentro del marco del proyecto del INTA Balcarce titulado 
“Control de los problemas de salud que afectan las majadas de leche ovina y 
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caprina”. Del total de muestras, 2037 se obtuvieron de 73 establecimientos de 
pequeños productores con cabras de raza criolla criadas en sistemas extensivos. 
La distribución de muestras fue la siguiente: Cruz del Eje: n= 766, 26 
establecimientos; Pocho: n= 675, 23 establecimientos y Minas: n= 596, 24 
establecimientos. El tamaño promedio de los hatos fue de 30 cabras (rango 4-
86). De los establecimientos se muestrearon al azar 30 animales, mientras que 
aquellos establecimientos que presentaban menos animales fueron muestreados 
en su totalidad.  Además 150 muestras fueron tomadas de tres productores 
caprinos lecheros comerciales con manejo semi-intensivo/intensivo con cabras 
de razas Saanen que estaban localizados en los departamentos de Cruz del Eje 
(n= 86, un establecimiento) y Pocho (n= 64, dos establecimientos). En estos tres 
establecimientos se tomaron muestras de sangre de todos los animales. No se 
obtuvieron datos de edad individual ni sexo de las cabras, ni datos de abortos. 
Todas las cabras fueron seronegativas para brucelosis (Manazza et al., 2012b).  
 San Luis:  
Como parte de un relevamiento sanitario en caprinos de la provincia de 
San Luis realizado por el Ministerio del Campo del Gobierno de la Provincia, 
iniciado en el año 2013, se realizó un estudio de diagnóstico serológico de 
toxoplasmosis en el departamento de Belgrano de esta provincia. San Luis 
cuenta con unas 87.847 cabras que se encuentran distribuidas principalmente en 
los departamentos del norte (INDEC CNA, 2002). Esta región se caracteriza por 
poseer dos grandes sierras: la de San Luis y la de Comechingones. El clima es 
templado con marcada amplitud térmica entre el día y la noche, con heladas 
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frecuentes y lluvias estivales que varían desde 150 mm al oeste a 600 mm 
anuales al este (Rossanigo et al., 1999). El departamento de Belgrano es el 
tercero en existencias caprinas de la provincia, con un total de 12.440 animales 
(INDEC CNA, 2002). La producción es realizada principalmente en explotaciones 
familiares pequeñas, con majadas entre 30 a 200 cabras de tipo criollo, y en 
sistemas extensivos orientados a producir cabritos mamones (Rossanigo et al., 
1999). En general las cabras deben obtener de la pastura natural y del monte la 
totalidad de su alimentación anual, ya que no se les brinda ningún tipo de 
suplementación. Las cabras salen a pastorear a primera hora de la mañana, 
alejándose en busca de alimento sin respetar alambrados y propiedades y 
regresando solas a los corrales a última hora de la tarde. Muy pocas veces son 
guiadas por perros "cabreros".  
Para el estudio serológico de toxoplasmosis se utilizaron muestras de 389 
animales de 78 establecimientos recolectadas por el Ministerio del Campo de la 
Provincia (cinco muestras tomadas al azar por establecimiento, menos en un 
establecimiento que tenía cuatro cabras). Todos los establecimientos realizaban 
un manejo extensivo de las cabras con corrales de encierre nocturnos, a 
excepción de cuatro establecimientos dedicados a la producción de leche y 
quesos con manejo semi-intensivo/intensivo. De los animales muestreados, 368 
eran cabras hembras y 21 eran machos. Además, 44 establecimientos 
presentaron abortos y 38 presentaron antecedentes de brucelosis. No se 




La Rioja:  
Las existencias caprinas de la provincia de La Rioja son aproximadamente 
226.987 cabezas (INDEC CNA, 2002), y el 84 % de las cabras se concentran en la 
región de Los Llanos. Esta región se extiende en forma de planicie árida en la 
mitad sur de la provincia y pertenecen a la eco-región del Chaco Árido, con 
precipitaciones de tipo monzónicas, que disminuyen de este a oeste de 400 mm 
a 150 mm anuales (Burkart et al., 1999). La región se caracteriza por presentar 
un alto déficit hídrico ya que los promedios de lluvias presentan una alta 
variabilidad tanto intra como interanual y se infiltran rápidamente en el terreno; 
además no existen cuencas fluviales superficiales de curso permanente durante 
todo el año y se produce una importante evaporación causada por las altas 
temperaturas estivales y por la frecuencia de los vientos durante todo el año 
(Vera et al., 2016). En cuanto a la producción caprina el 80 % de los hatos 
pertenecen a pequeños productores con 60-70 animales y solo el 11,2 % del total 
de los productores poseen únicamente cabras. Se caracterizan por la mano de 
obra familiar, escasos ingresos y autoconsumo. La cría está orientada casi 
exclusivamente a la producción de cabrito mamón de 30-50 días de edad. La 
alimentación de los animales se realiza por pastoreo extensivo del monte 
conformado por un arbustal xerófilo continuo, con árboles aislados y un estrato 
herbáceo discontinuo conformado principalmente por gramíneas. En la mayoría 
de los casos existe en cada hato la presencia de un perro que actúa como pastor. 
Los animales se encierran diariamente en corrales precarios construidos con 
materiales de la zona, un techo de ramada y un pequeño corral de aparte de 
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cabritos. Debido a la presencia de cierres perimetrales precarios y la escasa 
superficie para pastoreo de los animales, las cabras se alimentan durante el día 
en tierras que exceden los límites de sus propietarios e incluso muchas veces 
recorren grandes distancias en búsqueda de forraje para cubrir sus necesidades 
nutricionales. El hato sale por la mañana a pastorear, por lapsos de tiempo 
variables y regresan al atardecer, generalmente guiados por un perro “cabrero” y 
se encierran para que durante la noche permanezcan en estos corrales. Este 
manejo permite que en “época de cabritos”, estos sean protegidos de los 
depredadores y reciban los cuidados alimenticios necesarios para mantener su 
categoría de mamón ya que permanecen en los corrales el tiempo que la majada 
está pastoreando (Vera et al., 2016).  
Las muestras para el estudio de toxoplasmosis caprina se obtuvieron del 
Departamento de Chamical situado en la región de Los Llanos, en el marco de 
cooperación con INTA EEA de La Rioja. El Departamento de Chamical cuenta con 
aproximadamente 11.252 cabras (INDEC CNA, 2002). Se analizaron 237 sueros 
caprinos provenientes de 16 productores de los parajes Los Bordos y Los Molles, 
Saladillo y Tala Verde, Esquina del Norte, San Antonio y Las Breas. Todas las 
cabras eran seronegativas para brucelosis y pertenecían a pequeños productores 
con un tamaño de hato promedio de 15 animales (rango 4-23), dedicados a la 
cría extensiva de cabras criollas/cruzas y que detectaron abortos en sus animales 
durante el año 2014. Se sangraron la totalidad de las cabras de cada 
establecimiento. Del total de animales muestreados, 136 tuvieron antecedentes 
de problemas reproductivos (abortos y natimortos). Además, en 154 cabras de 
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nueve productores se realizaron dos muestreos pareados con diferencia de 30 
días que se procesaron por IFI a título final para determinar si existió 
seroconversión de títulos de anticuerpos en relación a los abortos. Todas las 
cabras sangradas eran hembras.  
Río Negro:  
La provincia de Río Negro cuenta con un total de 119.975 existencias 
caprinas (INDEC CNA, 2002). En esta provincia la actividad se basa en la 
producción de pelo (mohair) obtenido de cabras de raza Angora criadas en 
sistemas extensivos ubicados principalmente en la zona sur de la provincia. Sin 
embargo, existen zonas del norte y este de la provincia donde la producción se 
basa en la cría del caprino criollo y sus cruzas, siendo el chivito para consumo el 
principal producto obtenido (Martínez et al., 2013).  
Los estudios de seroprevalencia de toxoplasmosis caprina se realizaron en 
Cinco Saltos, partido de General Roca, como parte de un estudio realizado por 
INTA Bariloche, donde la producción se basa en la cría del caprino criollo y sus 
cruzas. Esta ciudad se encuentra en la región del Alto Valle del Río Negro de la 
eco-región de la Estepa Patagónica, y presenta un clima con temperaturas 
medias de 10 a 14ºC, fuertes vientos del oeste y precipitaciones menores a 250 
mm de promedio anual y heladas durante todo el año (Burkart et al., 1999). La 
ciudad se encuentra en el margen del curso inferior del Río Neuquén, por lo que 
la zona presenta arroyos que sirven de agua de bebida para los animales y 
permite el desarrollo de la agricultura. Los productores caprinos carecen de 
territorio delimitados y el pastoreo se realiza sobre terrenos fiscales donde 
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conviven hatos de diferentes productores sujetos a distintas realidades 
nutricionales, reproductivas y sanitarias que limitan la eficiencia del manejo que 
pueda realizar cualquier productor en forma aislada (Martínez et al., 2013).   
Para el estudio de toxoplasmosis se muestrearon 123 caprinos 
pertenecientes a 16 pequeños productores dedicados a la cría extensiva, que 
tenían hasta 11 animales y que manifestaron presencia de abortos reiterados. El 
tamaño hato promedio fue de ocho cabras (rango: 1-11). Se sangraron todos los 
animales, los cuales eran 94 hembras y 29 machos.  
Catamarca: 
La provincia de Catamarca cuenta con aproximadamente 206.717 
caprinos (INDEC CNA, 2002). Para este estudio se analizaron 219 animales 
provenientes de un tambo en la localidad de Santa Cruz de la provincia de 
Catamarca (EEA INTA Catamarca) con manejo semi-intensivo. Esta localidad 
pertenece al departamento Valle Viejo en la región centro de la provincia con 
clima árido de Sierras y Bolsones. La región recibe escasas precipitaciones, entre 
200 y 400 mm anuales que se concentran en los meses de verano, el clima es 
benigno con temperaturas medias anuales de 20ºC, registrándose marcas de 
hasta 45ºC en el verano (Burkart et al., 1999). Como fuentes de agua esta 
localidad cuenta con el Río Santa Cruz, originario del Río Paclín, donde parte de 
sus aguas son encausadas en un canal que las transporta hacia los campos antes 





La provincia de Salta presenta 197.347 cabras (INDEC CNA, 2002). Se 
utilizaron muestras de suero de 202 caprinos que pertenecían a cinco 
establecimientos. Uno de los establecimientos fue el tambo experimental del 
INTA de Salta, que contaba con 111 cabras de raza de base Saanen en sistema 
semi-intensivo, y todas las cabras fueron muestreadas. Este tambo se encuentra 
en la localidad de Cerrillos perteneciente a la zona del Valle de Lerma, con un 
clima cálido-subhúmedo, con precipitaciones anuales promedio de 900-1000 mm 
que se concentran durante el verano, mientras que existe una marcada estación 
seca durante los meses fríos. Las temperaturas promedio de verano son de 23ºC 
y las de invierno de 15ºC (Burkart et al., 1999). No se obtuvieron más datos del 
resto de los animales y establecimientos.  
 4.1.2. Estudios serológicos 
Los sueros caprinos fueron guardados a -20ºC hasta el momento del 
procesamiento. La detección de anticuerpos anti-T. gondii fue realizada 
mediante la prueba de IFI (Unzaga et al., 2014). Se utilizaron taquizoítos de la 
cepa RH de T. gondii fijados a portaobjetos de 15 áreas (MP Biomedicals, Santa 
Ana, EE.UU) como antígeno, obtenidos de cultivo en células VERO (Anexos 1 y 2). 
Las muestras de suero se diluyeron en PBS 1x en base dos a partir de 1:25. Para 
cada rutina se incluyeron controles positivos de sueros de cabras infectadas 
naturalmente y controles negativos de sueros precalostrales de cabritos nacidos 
de madres seronegativas para T. gondii. Se colocaron 10 µl de las diluciones 
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1:100 y 1:800 de cada suero de cabra por área del portaobjeto y se incubaron 
durante 30 minutos a 37ºC en cámara húmeda. Luego se realizaron tres lavados 
con PBS 1x de diez, cinco y tres minutos cada uno en agitación. Posteriormente 
se colocaron 10 µl de conjugado anti-Ig G de cabra marcado con isotiocianato de 
fluoresceína (Whole molecule, Sigma-Aldrich, St. Louis, EE.UU) diluido 1:100 en 
cada área del portaobjeto. Se incubó con el conjugado durante 30 min a 37°C en 
cámara húmeda y luego se realizaron nuevamente los tres lavados en agitación. 
Finalmente se colocó la solución de montaje y los portaobjetos se observaron 
con el microscopio de epifluorescencia (Leica, Wetzlar, Alemania) (Anexo 3). Se 
consideró positiva aquella reacción en la que toda la superficie del taquizoíto 
resultó fluorescente a la observación microscópica (Figura 4). Se consideraron 
seropositivos todos los animales con título ≥ a 100. En las muestras de las 
provincias de Córdoba y Buenos Aires se realizó un único título (100) mientras 
que en el resto de las provincias se determinaron dos títulos (100 y 800) en todos 
los sueros (Dubey, 2010; Moré et al., 2008). En las 163 muestras seleccionadas 
de Buenos Aires que fueron seropositivas al título 100, se realizaron diluciones 
mayores (desde 1:800 hasta 1:6400). 
Para determinar la posible coinfección con Neospora caninum se realizó 
la prueba de IFI en la totalidad de las muestras, utilizando como antígeno 
taquizoítos de N. caninum del aislamiento NC-1 fijados a portaobjetos de 15 
áreas (MP Biomedicals, Santa Ana, EE.UU) (Anexo 3). Se utilizó el título 100 para 
todas las muestras y además se analizó el título 800 para las muestras de 
Catamarca, Salta, La Rioja, Rio Negro y San Luis. 
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Figura 4. Resultado positivo a IFI con antígeno de T. gondii al microscopio de  
epifluorescencia (objetivo 40x). 
 
 
 4.1.3. Análisis estadísticos 
La seroprevalencia total de la toxoplasmosis caprina, la seroprevalencia 
para cada una de las provincias, la de los departamentos de Córdoba y los 
parajes de La Rioja y la seropositividad de cada establecimiento fueron 
calculadas con un intervalo de confianza (IC) del 95% (Epidat 4.1, Organización 
Panamericana de la Salud y Xunta de Galicia, Consellería de Sanidade). Los 
establecimientos que presentaron al menos una muestra seropositiva por IFI 
fueron considerados positivos. Las diferencias entre las seroprevalencias de las 
distintas provincias, entre los tres departamentos de la provincia de Córdoba, 
entre los parajes de La Rioja y las diferencias de proporción de título 800 entre 
provincias fueron determinadas por chi cuadrado para diferencias entre 
proporciones con el programa WinEpi 2.0 (Facultad de Veterinaria, Universidad 
de Zaragoza). Las diferencias entre los distintos sistemas de manejo de las cabras 
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y la relación con la presencia de abortos fueron analizadas por la prueba de chi 
cuadrado con el programa WinEpi 2.0 (Facultad de Veterinaria, Universidad de 
Zaragoza). Un valor de p < 0,05 se consideró indicativo de diferencias estadísticas 
significativas.  
Para evaluar la relación entre presencia de anticuerpos para T. gondii y el 
sistema de manejo se tomaron en cuenta la totalidad de las cabras de Buenos 
Aires (n= 735) y de Catamarca (n= 219), las cabras de los tres tambos de Córdoba 
(n= 150), las cabras del tambo de Salta (n= 111) y las cabras de los cuatro 
establecimientos de producción láctea de San Luis (n= 20) como cabras de 
sistema semi-intensivo/intensivo (total n= 1235). En el sistema extensivo se 
incluyeron las cabras de los pequeños productores de Córdoba (n= 2037), la 
totalidad de las cabras de La Rioja (n= 237), la totalidad de las cabras de Río 
Negro (n= 123) y los 74 establecimientos de San Luis (n= 369) (total manejo 
extensivo n= 2766). También se analizaron las diferencias de seroprevalencia en 
relación al manejo en las provincias que se muestrearon explotaciones tanto 
intensivas como extensivas (Córdoba y San Luis) mediante chi cuadrado y test de 
Fisher (Epidat 4.1, Organización Panamericana de la Salud y Xunta de Galicia, 
Consellería de Sanidade). 
Las diferencias en la distribución de los títulos de anticuerpos de IFI para 
T. gondii fueron calculadas sobre las cabras seropositivas de las provincias de 
Catamarca, Río Negro, La Rioja, Salta y San Luis (n= 404) y sobre 163 cabras de 
Buenos Aires.  A su vez se analizó la distribución de títulos y su asociación con el 
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sistema de manejo sobre muestras de 526 cabras seropositivas con tipo de 
manejo conocido. 
Para determinar la relación entre presencia de anticuerpos para T. gondii 
y la presencia de abortos se tomaron los datos individuales de las cabras de la 
provincia de La Rioja y de las muestras de los establecimientos con abortos de la 
provincia de San Luis. Además, las muestras pareadas de 154 cabras de la 
provincia de La Rioja se analizaron por IFI a título final para determinar si existió 
seroconversión de títulos en relación a los abortos. También se determinó el 
porcentaje de coinfección con N. caninum, el cual fue calculado sobre el total de 
las muestras (n= 4092). 
Se analizaron distintos factores de riesgo en base a las muestras de las 
que se obtuvieron datos relevantes. Se determinó la relación con el sexo de los 
animales en las cabras de La Rioja, San Luis y Río Negro (n= 747). Para comparar 
razas se evaluaron los resultados de 960 cabras Saanen (pertenecientes a 16 
tambos de Buenos Aires, los tres tambos comerciales de Córdoba y al tambo de 
Salta) y 2397 cabras criollas/ cruzas (de 73 establecimientos de Córdoba, la 
totalidad de las cabras de La Rioja y de Río Negro). La cuantificación de la 
asociación entre los factores de riesgo (sexo y raza), el sistema de manejo y la 
presencia de abortos con la seropositividad a T. gondii se estimó calculando el 
odds ratio (OR) con un intervalo de confianza del 95% con el programa WinEpi 






La seroprevalencia de anticuerpos anti-T. gondii hallada en el país según 
el total de muestras analizadas fue del 39 % (1596/4092; IC95%= 37,5-40,5). 
Todas las provincias del país que fueron analizadas presentaron animales 
seropositivos a T. gondii. Las seroprevalencias más altas se encontraron en las 
provincias de Catamarca, Buenos Aires y Río Negro, las más bajas se encontraron 
en Salta, La Rioja y San Luis, mientras que Córdoba presentó una seroprevalencia 
intermedia (p <0,0001). La seroprevalencia por provincia y la cantidad de cabras 
analizadas en cada una se detalla en la tabla 2.  
Tabla 2. Seroprevalencia por provincia por la prueba de IFI (título 100). 
Provincia Seroprevalencia (IC95%) Cabras SP Total 
Catamarca 71 % (64,5-77)a 155 219 
Buenos Aires 63 % (59,4-66,6)ab 463 735 
Río Negro 51,2 % (41,9-60,5)b 63 123 
Córdoba 33,3 % (31,3-35,3)c 729 2187 
Salta 27,7 % (21,3-34,1)cd 56 202 
La Rioja 22,4 % (16,8-27,9)d 53 237 
San Luis 19,8 % (15,7-23,9)d 77 389 
TOTAL 39 % (37,5-40,5) 1596 4092 
IC: intervalo de confianza; cabras SP: cabras seropositivas. Letras diferentes  
Indica diferencias significativas. 
 
El total de establecimientos con animales seropositivos a T. gondii fue del 
76,1 % El total de establecimientos con animales seropositivos a T. gondii fue del 
76,1 % (159/209; IC95%= 70,1-82,1). La cantidad de rebaños analizados por 
provincia se detalla en la tabla 3 y la distribución de establecimientos según la 




Tabla 3. Seroprevalencia por establecimientos en las distintas provincias.  
Provincia 
Seroprevalencia  
de hatos (IC95%) 
Hatos SP Total 
Rango 
 intra-hato % 
Buenos Aires 100 % (80,5-100) 17 17 19,2-100  
Río Negro 100 % (79,4-100) 16 16 20-100  
Catamarca 100% (1 tambo) 1 1 ND 
Salta 100 % (47,8-100) 5 5 5-77,5  
Córdoba 93,4 % (85,3-97,8) 71 76 3,4-100  
La Rioja 68,7 % (41,3-88,9) 11 16 13-50  
San Luis 48,7 % (36,9-60,6) 38 78 ND 
TOTAL 76,1 % (70,1-82,1) 159 209 3,4-100 
IC: intervalo de confianza; hatos SP: hatos seropositivos;  ND: no determinado. 
 
Tabla 4. Distribución de establecimientos según la proporción de cabras 
seropositivas expresados en porcentajes. 
Provincia 0  <10  10-50  51-70  71- 99  100%  TOTAL  
Catamarca  --- ---   ---  ---  1 --- 1 
Buenos Aires  ---  --- 4 6 6 1 17 
Río Negro ---  ---  7 3 2 4 16 
Córdoba 5 9 28 20 11 3 76 
La Rioja 5  --- 11 ---  ---  ---  16 
San Luis 40 --- 28 6 3 1 78 
Salta ---  1 2 1 1  ---  5 
Total 50 10 80 36 23 10 209 
 
 
En las provincias de Buenos Aires, Río Negro y Salta todos los 
establecimientos presentaron cabras seropositivas. El 76,5 % de los 
establecimientos de Buenos Aires presentaron más del 50 % de sus cabras con 
anticuerpos para T. gondii, con un rango de seropositividad intra-establecimiento 
de 19,2 a 100 %. Río Negro presentó un rango de seropositividad similar, del 20 
al 100 %, con el 56,2 % de los rebaños con seroprevalencias mayores al 50 %. En 
Salta el rango intra-establecimiento fue del 5 al 77,5 %, con dos establecimientos 
con prevalencias del 70 y 77,5 % y el tambo del INTA presentó una 
seroprevalencia del 13,1 % (Tablas 3 y 4).  
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En la provincia de Córdoba el 93,4 % de los establecimientos fueron 
seropositivos, con un rango de seropositividad intra-establecimiento de 3,4 a 100 
%; siendo la seroprevalencia del departamento de Pocho significativamente 
menor que los otros departamentos (p< 0,0001) (Tablas 3 y 5). En cuanto a la 
distribución de animales seroreactores, el 44,7 % de los hatos presentó más del 
50 % de los animales seropositivos (Tabla 4). Los tambos comerciales localizados 
en el departamento de Pocho presentaron una seroprevalencia del 87,5 % 
(28/32) y del 62,5 % (20/32), mientras que el tambo que se encuentra en Cruz 
del Eje tuvo un 16,3 % (14/86) de sus cabras seropositivas.  
 
Tabla 5. Distribución de cabras y hatos seropositivos a T. gondii en los 
departamentos de la provincia de Córdoba. 
Departamento 
Cabras Establecimientos 
n Positivos (%) (IC95%) n Positivos (%)  
Cruz del Eje 766 296 (38,6) (35,1-42,2)a 26 24 (92,3)  
Pocho 675 151 (22,4) (19,2-25,6)b 23 21 (91,3) 
Minas 596 220 (36,9) (32,9-40,9)a 24 23 (95,8) 
TC 150 62 (41,3) (33,1-49,6)a 3 3 (100) 
Total 2187 729 (33,3) (31,3-35,3) 76 71 (93,4) 
IC: intervalo de confianza; TC: tambos caprinos. Letras diferentes indican diferencias  
significativas. 
 
En la provincia de La Rioja el 68,7 % de los hatos tuvieron animales 
seropositivos, con un rango de seroprevalencia intra-establecimiento de 13 a 50 
%; presentándose cinco establecimientos sin animales seropositivos. No se 
observaron diferencias de seropositividad entre los cinco parajes del 




Tabla 6: Animales seropositivos por paraje del departamento Chamical en la 
provincia de La Rioja. 
Parajes 
Cabras Establecimientos 
n Positivos (%) (IC95%) n Positivos (%)  
Saladillo y Tala Verde 24 9 (37,5) (16,1-58,9) 2 1 (50) 
San Antonio 24 8 (33,3) (12,4-54,3) 2 1 (50) 
Esquina del Norte 78 17 (21,9) (11,9-31,6) 5 3 (60) 
Las Breas 47 9 (19,1) (6,8-31,5) 3 3 (100) 
Los Bordos 64 10 (15,6) (5,9-25,3) 4 3 (75) 
Total 237 53 (22,4) (16,8-27,9) 16 11 (68,7) 
IC: intervalo de confianza. 
 
En la provincia de San Luis se analizaron cinco animales por 
establecimiento. El 48,7 % de los rebaños presentaron animales seropositivos y 
en un único establecimiento la totalidad de las cabras analizadas fueron 
seropositivas. Cuarenta hatos no presentaron ninguna muestra seropositiva. De 
los cuatro establecimientos de producción láctea, tres presentaron cabras 
seropositivas (con una, dos y tres cabras seropositivas respectivamente) y uno 
fue seronegativo. 
En relación a las condiciones de manejo, la seroprevalencia de T. gondii 
en los establecimientos con manejo semi-intensivo/intensivo fue del 56,8 % 
(701/1235; IC95%= 53,9-59,6), mientras que en los establecimientos de manejo 
extensivo fue del 30,9 % (854/2766; IC95%= 29,1-32,6). La seroprevalencia fue 
significativamente mayor en los establecimientos de manejo semi-
intensivo/intensivo con producción láctea (p<0,0001), con un OR= 2,94 (IC95%= 
2,56-3,38). Analizando en forma individual las provincias que tenían hatos bajo 
los dos sistemas de manejo, se observó que en la provincia de Córdoba y de San 
Luis las seroprevalencias de los sistemas semi-intensivo/ intensivo fueron 
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mayores que las de sistemas extensivos, encontrándose sólo diferencias 
significativas para la provincia de Córdoba (Figura 5). 
 
Figura 5. Distribución de cabras seropositivas a la IFI para T. gondii según el 
sistema de manejo en cada provincia. 
 
En las provincias donde se analizaron los títulos 100 y 800 a T. gondii, se 
observó que el 71,8 % (290/404; IC95%= 67,3-76,3) de las cabras presentaron 
título 100, mientras que el 28,2 % (114/404; IC95%= 23,7-32,7) presentaron 
títulos ≥800. Al incluir las cabras de Buenos Aires, la proporción de cabras con 
títulos 800 aumenta al 37,6 % (213/567; IC95%= 33,5-41,6) y las de títulos 100 
disminuyen a 62,4 % (354/567; IC95%= 58,4-66,5).   
Las cabras con títulos 800 presentaron diferencias significativas entre 
provincias, siendo Buenos Aires la provincia que tuvo la mayor proporción 
(Figura 6). La distribución de títulos finales en las 163 cabras de 17 
















  32,7 %  




p= 0,03   p= 0,18 
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animales seropositivos presentó títulos ≥ 1600 y seis de los establecimientos 
presentaron más del 70% de sus cabras títulos ≥ 1600 (Tabla 7). 
 
Figura 6. Distribución de títulos de cabras seropositivas a dos títulos de IFI para  
T. gondii en cada provincia. 
 




































Tabla 7. Distribución de títulos de anticuerpos anti-T. gondii en cabras 
seropositivas de la provincia de Buenos Aires. 
Hato 
Títulos de IFI 
< 800 800 1600 3200 6400 
1 0 2 4 0 4 
2 0 1 1 1 7 
3 5 1 4 0 0 
4 3 0 3 1 3 
5 9 0 1 0 0 
6 4 1 1 3 1 
7 5 2 2 0 1 
  8* 8 0 0 0 0 
9 3 0 1 3 3 
10 1 0 1 6 2 
11 0 0 3 4 3 
12 4 0 3 1 2 
13 5 1 3 1 0 
14 3 2 3 2 0 
15 3 1 3 3 0 
16 9 0 1 0 0 
 17* 2 0 1 2 0 
TOTAL 64(39,3%) 11(6,7 %) 35(21,5 %) 27(16,6 %) 26(15,9 %) 
* Establecimientos con menos de 10 cabras seropositivas. Marcados con color son  
 los establecimientos con más del 70 % de sus cabras títulos ≥ 1600. 
 
 
Al determinar la asociación entre el sistema de manejo y los títulos de 
anticuerpos se observó que existieron diferencias significativas (p <0,001), ya que 
en los animales con manejo intensivo/semi-intensivo, la proporción de títulos 
≥800 fue del 50,7% (172/339) mientras que en los sistemas extensivos fue del 
11,2 % (21/187). Las cabras mantenidas con un manejo intensivo presentaron 
ocho veces más probabilidades de tener títulos altos (OR= 8,14; IC95%= 4,93-
13,44). Los títulos hallados según el sistema de manejo en cada provincia se 




Tabla 8. Distribución de títulos 100 y 800 de IFI para T. gondii según el sistema de 
manejo de las cabras por provincia. 
Provincia n+ 
Intensivo (n = 339) Extensivo (n = 187) 
IFI100 IFI 800 IFI100 IFI 800 
Catamarca 155 85 70 ---  ---  
Buenos Aires 163 64 99  ---  --- 
Río Negro 63 ---  ---  62 1 
La Rioja 53  ---  --- 44 9 
San Luis 77 6 --- 60 11 
Salta 15 12 3 --- --- 
Total 526 167 172 166 21 
n+: cabras seropositivas 
 
La relación de la infección por T. gondii y la presencia de abortos fue 
evaluada en las provincias de La Rioja y San Luis. En La Rioja se obtuvo el dato 
individual de las cabras, informándose que el 57,4 % (136/237) de las cabras de 
los 16 productores de la región estudiada manifestaron antecedentes de 
abortos/natimortos. Se detectaron anticuerpos para T. gondii en el 27,2 % de las 
cabras abortadas (37/136) y en el 15,8 % (16/101) de las cabras no abortadas, 
encontrándose una asociación significativa entre la presencia de anticuerpos y 
los abortos (p= 0,0379) (Tabla 9). Las cabras que estuvieron expuestas a T. gondii 
en esta región, tuvieron aproximadamente dos veces más posibilidades de 
abortar que las no expuestas (OR= 1,98; IC95%= 1,04-3,79). Además, la 
proporción de animales con título 800 fue mayor en el grupo de animales 
abortados, con un OR= 1,63 (IC95%= 0,29-8,89). De las 154 cabras en las que se 
realizaron muestreos pareados (34 seropositivas y 120 seronegativas para T. 
gondii), no se observó seroconversión de títulos de anticuerpos específicos en el 
segundo muestreo, a pesar de que 26 de ellas presentaron abortos entre los 
muestreos. En relación a otros agentes infecciosos, en esta región todas las 
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cabras analizadas eran seronegativas para brucelosis y tres presentaron 
anticuerpos para N. caninum con título ≥ 800, siendo 2 de estas últimas 
seronegativas para T. gondii.  
 
Tabla 9. Distribución de los abortos en cabras en relación con los títulos de 
anticuerpos anti- T. gondii en la provincia de La Rioja. 
  Cabras con abortos Cabras sin abortos   
Título IFI  100 800 100 800 total 
Seropositivas 30 7 14 2 53 
Seronegativas 99 85 184 
Total 136 101 237 
 
En la provincia de San Luis, si bien no se contaba con la información del 
estado reproductivo individual de cada cabra, no se halló relación significativa 
entre los hatos que presentaron abortos y la seropositividad a T. gondii (Tabla 
10). Coincidentemente, los 38 establecimientos seropositivos a T. gondii 
presentaban antecedentes de animales seropositivos para brucelosis. De los 22 
rebaños con antecedentes de abortos y seronegativos a T. gondii sólo uno 
presentó animales seropositivos a IFI para N. caninum, mientras que el resto no 
presentaron anticuerpos contra ninguno de los tres patógenos evaluados. 
 
Tabla 10. Distribución de establecimientos con o sin abortos en relación a la 
presencia de anticuerpos anti- T. gondii en la provincia de San Luis. 
Establecimientos Seropositivos Seronegativos Total 
Con abortos 22 22 44 
Sin abortos 16 18 34 




En cuanto a la situación de la neosporosis caprina, se encontró que el 4,7 
% (191/4092; IC95%= 4,01-5,33) del total de cabras analizadas en el país 
presentaron anticuerpos anti-N. caninum. El 60,7 % (116/191; IC95%= 53,5-67,9) 
de las cabras seropositivas a neosporosis presentaron también anticuerpos anti-
T. gondii, siendo el porcentaje de coinfección para toxoplasmosis y neosporosis 
en las cabras del país del 2,8 % (116/4092; IC95%= 2,31-3,36). En Buenos Aires se 
encontró la mayor seroprevalencia para este protozoo (9,7 %), y el 82,4 % 
(14/17) de los hatos presentaron cabras seropositivas para N. caninum, con un 
rango intra-establecimiento de 3,2 a 22,2 %. En Catamarca se halló una 
seroprevalencia del 5 % en el único establecimiento lechero evaluado, donde las 
11 cabras presentaron únicamente títulos 100 para esta enfermedad. Le sigue la 
provincia de Córdoba (4,2 %) donde el 30,3 % (23/76) de los hatos fueron 
seropositivos y las seroprevalencias de Pocho (0,9 %) y Minas (0,8 %) fueron 
significativamente menores que la de Cruz del Eje (9,5 %) (p<0,0001). En Cruz del 
Eje se detectaron 15 rebaños seropositivos, con un rango intra-establecimiento 
de 7,1 a 41,9 %, en Minas fueron cuatro con un rango de 1,8 a 3,7 % y en Pocho 
uno con 25 % de seroprevalencia. Todos los tambos comerciales de esta 
provincia fueron seropositivos, pero con seroprevalencias bajas (dos con 3,12 % y 
uno con 5,81 %). La seroprevalencia para neosporosis en todas las provincias y 





Tabla 11. Seroprevalencia para N. caninum y coinfección con T. gondii por 
provincia. 
Provincia 
Seroprevalencia para N. 
caninum (n/n; IC95%) 
Cabras SP a T. gondii y 
N. caninum 
Coinfección T. gondii 
y N. caninum 
Buenos 
Aires 9,7 %  (71/735; 7,5-11,8)a  64,8% (46/71) 6,3 % (46/735) 
Catamarca 5 %  (11/219; 1,9-8,1)ab 81,8% (9/11) 4,1 % (9/219) 
Córdoba 4,2 % (91/2187; 3,3-5)b 58,2% (53/91) 2,4 % (53/2187) 
Salta 3,5 % (7/202; 0,6-6,2)b 28,6% (2/7) 1 % (2/202) 
San Luis 2,1 % (8/389; 0,5-3,6)b 62,5% (5/8) 1,3 % (5/389) 
La Rioja  1,3 % (3/237; 0,3-3,7)b 33,3% (1/3) 0,4 % (1/237) 
    Río Negro 0 % c 0 % 0 %(0/123) 
TOTAL 
 
4,7 % (191/4092; 
 4,01- 5,33) 
60,7% (116/191) 2,8 % (116/4092) 
Cabras SP: cabras seropositivas. Letras diferentes indican diferencias significativas. 
 
En la tabla 12 se muestran las frecuencias de anticuerpos para T. gondii 
en las cabras de acuerdo a las razas y el sexo. En relación a las razas, los animales 
Saanen tuvieron más probabilidades de infección que los criollos o cruzas (OR= 
2,28; IC95%= 1,96-2,65). Evaluado proporcionalmente, el porcentaje de machos 
seropositivos fue similar al observado para las hembras.  
 
Tabla 12. Frecuencia de caprinos positivos a la IFI para T. gondii de acuerdo al 
sexo y la raza. 
Variables individuales muestras Cabra SP (%) X2 P 
Sexo n= 749       
Macho 50 14 (28) 0,240 0,6245 
Hembra 699 174 (24,9)   
Raza n= 3246 
  
114,07 <0,0001 
Saanen 960 504 (52,5)   
Criollas/ cruzas 2397 783 (32,7)   






Según los datos obtenidos en este trabajo, la toxoplasmosis caprina se 
encuentra ampliamente distribuida en el país, dado que se detectaron 
anticuerpos para T. gondii en cabras de todas las provincias analizadas y que el 
76,1 % de los rebaños resultaron seropositivos.  
Este es el estudio serológico para toxoplasmosis caprina con mayor 
número de muestras llevado adelante en el país, lo que permite establecer 
índices estadísticamente confiables (Dubey, 2010; Thursfield, 2007). 
 Para la detección de anticuerpos se utilizó la prueba de IFI que posee 
buena sensibilidad y especificidad para el diagnóstico de esta enfermedad en 
caprinos (Dubey, 2010; Fortes et al., 2012; Munday y Mason, 1979). El título de 
corte utilizado (100) permitió evitar la sobrestimación de la seroprevalencia que 
podría ocurrir por reacciones cruzadas con otros agentes si se utilizaran títulos 
de corte menores, lo que hubiera aumentado la sensibilidad, pero en detrimento 
de la especificidad (Dubey, 2010; Opel et al., 1991; Unzaga et al., 1999).  
La seroprevalencia total del 39 % para T. gondii hallada en cabras del 
país es similar a la que reportó anteriormente Unzaga et al. (1999) en Argentina 
pero analizando un menor número de animales (85/218= 38,9 %). En el mundo, 
el valor de seroprevalencia hallado se encuentra cercano a los de la mayoría de 
los países de Asia: 43,9 % en Rusia (Shuralev et al., 2018), 42,8 % en Pakistán 
(Ahmed et al., 2016), 42,5 % en China (Zhou et al., 2018), 35,5 % en Malasia 
(Chandrawathani et al., 2008), 30 % en Irán (Sharif et al., 2007) y 27,9 % en 
Tailandia (Jittapalong et al., 2005), aunque valores menores se encontraron en 
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Birmania (11,4 %; Bawm et al., 2016) y Corea (6,8 %; Jung et al., 2014) y mayores 
en Bangladesh (61 %; Rahman et al., 2014).  
En África los valores de seroprevalencia reportados por diferentes 
autores fueron de 19,3 % en Tanzania (Swai y Kaaya et al., 2013) y 4,6 % en 
Nigeria (Kamani et al., 2010), y en Uganda, Etiopía y Ghana se encontraron 
seroprevalencias más cercanas a las halladas en este estudio: 31 % (Bisson et al., 
2000), 27,6 % (Tilahun et al., 2018) y 26,8 % (van der Puije et al., 2000), 
respectivamente, mientras que en Egipto se reportaron valores más altos (59,4 
%; Barakat et al., 2009).  
En Europa se reportan también seroprevalencias variables, ya sea 
inferiores: 25,1 % en el sur de España (García-Bocanegra et al., 2013), 18,5 % en 
Portugal (Lopes et al., 2013),  17 % en Noruega (Stormoen et al., 2012),  13,3 % 
en Holanda (Deng et al., 2016), 12,5 % en la región de Sardinia en Italia (Masala 
et al., 2013); o bien mayores: 73,3 % en Serbia (Djokic et al., 2014), 60,6 % en la 
región de Toscana en Italia (Mancianti et al., 2013), 66 % en República Checa 
(Bartova y Sedlak, 2012), 59,8 % en Bulgaria (Prelezov et al., 2008); 52,8 % en 
Rumania (Iovu et al., 2012) y 48 % en noroeste de España (Díaz et al., 2016). 
Estas variaciones podrían relacionarse con la prueba de diagnóstico utilizada en 
los mismos, ya que en algunos se utilizó la aglutinación (MAT) con bajos títulos 
de corte (Díaz et al., 2016; Djokic et al., 2014, Mancianti et al., 2013). El valor de 
seroprevalencia más cercano al de nuestro trabajo en estudios europeos fueron 
los encontrados en Italia 41,7 % (Gazzonis et al., 2015) y Grecia 30,7 % 
(Tzanidakis et al., 2012).  
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En América, los valores más cercanos son los de México: 31 % 
(Alvarado-Esquivel et al., 2011), mientras que en los países del Caribe los 
porcentajes de seroprevalencia fueron mayores: 52,9 % (Hamilton et al., 2014). 
En Estados Unidos se encontró una seroprevalencia de 6,8 % en cabras de raza 
Boer en el estado de Missouri (Yaglom et al., 2014), mientras que valores de 
anticuerpos para T. gondii de 53,4 % fueron encontrados en fluidos colectados 
de 234 corazones de cabras provenientes de Maryland, Virginia y Pensilvania 
destinados al consumo humano  (Dubey et al., 2011; Hill and Dubey, 2013). En 
Brasil, aunque se han realizado muchos relevamientos serológicos de la 
toxoplasmosis caprina en los distintos estados, el estudio más representativo en 
cuanto al número de cabras analizadas (n= 2362) se realizó en el estado de Ceará 
que determinó una seroprevalencia de 25,1 % (Cavalcante et al., 2008).  
Resulta difícil poder comparar la seroprevalencia hallada en Argentina 
con las de otros países, ya que en muchos de los trabajos se analizan solamente 
algunas regiones de cada país o incluso solo unos pocos establecimientos, 
mientras que en este estudio se contemplaron distintas regiones y un total de 
209 hatos. Las diferencias también podrían ser atribuidas al tamaño de la 
muestra, las pruebas serológicas utilizadas para el diagnóstico, el título de corte, 
las condiciones climáticas, las características geográficas y el manejo. 
La mayoría de los establecimientos estudiados presentaron animales 
seropositivos (76,1 %), reforzando la amplia distribución del protozoo en 
distintas regiones. Esto concuerda con los datos mundiales que demuestran que 
la mayoría de los rebaños se encuentran infectados (más del 70 %), a pesar de las 
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variadas seroprevalencias entre los países (Alvarado-Esquivel et al., 2011; 
Barakat et al., 2009; Bisson et al., 2000; Díaz et al., 2016; Djokic et al., 2014; 
García-Bocanegra et al., 2013; Gazzonis et al., 2015; Mancianti et al., 2013; 
Stormoen et al., 2012;  Tilahun et al., 2018). La seropositividad intra-hato en 
nuestro país fue de 3,4 al 100%, sin embargo estos resultados podrían estar 
condicionados al número de muestras obtenidos, dado que en algunos hatos se 
muestrearon de 2 a 5 animales dificultando la obtención de seropositivos si la 
prevalencia es cercana al 20 % (Thursfield, 2007). 
Las diferencias de seroprevalencia encontradas entre las provincias 
estudiadas podrían deberse al tipo de muestreo realizado, al sistema de 
producción de los animales, condiciones climáticas y /o características 
geográficas. En relación a ésto, se determinó que la seroprevalencia para T. 
gondii en cabras de nuestro país fue significativamente mayor en los 
establecimientos con manejo semi-intensivo/intensivo (56,8 %) con respecto a 
los establecimientos con manejo extensivo (30,9 %). El tipo de manejo se 
encuentra relacionado con el tipo de producción caprina, ya que la mayoría de 
los productores caprinos dedicados principalmente a la producción lechera 
realizan un manejo semi-intensivo/intensivo (Secretaría de Agroindustria, 2011). 
Las provincias de Buenos Aires y Catamarca presentaron las seroprevalencias 
más altas, y en ambas provincias la totalidad de los animales que se analizaron 
provenían de tambos caprinos con este tipo de explotación. En Catamarca los 
datos se obtuvieron de un solo establecimiento y por lo tanto podrían no ser 
representativos de otros de la región. En las provincias de Córdoba, La Rioja, 
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Salta y San Luis las prevalencias fueron menores, lo que podría estar relacionado 
con el manejo predominantemente extensivo de los animales muestreados. En el 
caso de la provincia de Río Negro, los establecimientos analizados pertenecían a 
pequeños productores con manejo extensivo de una zona restringida. La alta 
seroprevalencia hallada (51,2 %) podría relacionarse con el menor número de 
animales muestreados (123), que a su vez pastoreaban sobre terrenos fiscales en 
donde convivían rebaños de distintos productores sin terrenos delimitados, 
comportándose como un gran rebaño, en el que los animales podrían haber 
estado expuestos a una misma fuente de infección, como el agua de bebida 
(Gazzonis et al., 2015). En la provincia de San Luis, Unzaga et al. (1999) 
describieron una mayor seroprevalencia, que podría relacionarse con el tipo de 
explotación intensiva de los animales analizados en este estudio.  
Las diferencias de seroprevalencia entre los distintos sistemas de 
manejo observadas en este estudio coinciden con muchos trabajos realizados en 
Brasil (Carneiro et al., 2009; Luciano et al., 2011;  Machado y Lima, 1987; 
Meireles et al., 2003; Neto et al., 2008; Reis et al., 2017; Silva et al., 2003). Por 
otro lado, algunos trabajos justifican las seroprevalencias bajas encontradas en 
algunas zonas de Brasil a que predominan los sistemas de producción de tipo 
extensivo (Cavalcante et al., 2008). Esto concuerda con los resultados que se han 
obtenidos en las provincias del centro y noroeste de este país (Córdoba, San Luis, 
La Rioja y Salta). Además, en las provincias donde se obtuvieron muestras de 
hatos con ambos tipos de manejo, se determinó una mayor seroprevalencia en 
los establecimientos de tipo intensivo (Córdoba y San Luis). La seroprevalencia 
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en Córdoba fue significativamente mayor a la del resto de las provincias con 
manejo extensivo mencionadas anteriormente. Esto podría vincularse a la 
incorporación de prácticas de suplementación para la obtención de “leche 
residual” en cabras criollas (Manazza et al., 2012b). 
 Otros trabajos en diferentes países determinaron una mayor 
seroprevalencia en hatos lecheros con manejo intensivo, sugiriendo que en este 
tipo de explotación, la mayor concentración de las cabras expuestas al mismo 
alimento o agua potencialmente contaminados favorecería la infección con T. 
gondii (Iovu et al., 2012; Jittaapalapong et al., 2005; Nunes et al., 2013; Opel et 
al., 1991; Tzanidakis et al., 2012). Varios autores determinaron que las cabras 
lecheras tenían más posibilidad de infectarse con T. gondii  que las de 
explotaciones de carne. Jittapalapong et al. (2005) determinaron que las cabras 
criadas en sistemas intensivos y semi-intensivos presentaban mayor riesgo de 
infección que las criadas en condiciones extensivas, hallando también asociación 
con el suministro de agua de red (Tzanidakis et al., 2012; Zewdu et al., 2013). Por 
otra parte, algunos de estos trabajos sugieren que el acceso de los gatos a los 
bebederos, especialmente si son de materiales de difícil limpieza (madera), sería 
un factor que aumenta el riesgo de infección (Zewdu et al., 2013). Otro factor de 
riesgo podría ser la ubicación de los tambos caprinos cercanos a las áreas 
urbanas (García et al., 2012). Esto podría deberse a que la densidad de la 
población y la dinámica de los hospedadores definitivos e intermediarios varían 
entre los entornos urbanos y rurales (Bisson et al., 2000; Iovu et al., 2012; 
Kamani et al., 2010).  
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Por otra parte, la crianza de caprinos en campos abiertos o sistemas 
extensivos, principalmente para carne, disminuirían la posibilidad de infección 
por T. gondii debido al tipo de pastoreo alto de hojas y ramas (Borde et al., 2006; 
Gebremedhin et al., 2014b; Jittapalapong et al., 2005; Lopes et al., 2013; 
Machado y Lima, 1987; Silva et al., 2003). Además, las cabras se alimentan en 
áreas comparativamente más extensas, por lo que es probable que se expongan 
a una menor concentración de ooquistes, debido a que estos podrían estar más 
dispersos (Tzanidakis et al., 2012).  
Algunos autores informaron que el sistema de manejo de las cabras no 
tuvo un efecto significativo sobre la incidencia de toxoplasmosis (Teshale et al., 
2007; van der Puije et al., 2000). Sin embargo, Figueiredo et al. (2001) y Neto et 
al. (2008) indicaron que el sistema extensivo/semi-extensivo podría ser un factor 
de riesgo, sugiriendo que las cabras criadas en este tipo de explotación tendrían 
más chances de infectarse con pasturas contaminadas con ooquistes eliminados 
por felinos domésticos y silvestres. Por lo tanto las diferencias en las 
seroprevalencias en relación con el sistema de explotación podrían relacionarse 
con la definición de los sistemas de manejo por cada autor, donde los semi-
extensivos mencionados por ellos, serían posiblemente semejantes a los semi-
intensivos (con encierres y suplementación) mencionados en este estudio. 
En relación con las condiciones higiénico-sanitarias varios autores determinaron 
que las cabras criadas para varios propósitos presentaban una mayor 
seroprevalencia que las criadas exclusivamente para la producción de leche y 
quesos. Esto fue atribuido a que estas últimas pertenecían a establecimientos 
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comerciales en los que se realizaba un mayor control de la higiene, lo que 
evitaría que los ooquistes se propaguen (Djokic et al., 2014; García-Bocanegra et 
al., 2013; Gazzonis et al., 2015; Zewdu et al., 2013). En cambio, los sistemas 
extensivos mencionados en algunos estudios corresponderían a explotaciones de 
pequeñas empresas familiares, con un estándar higiénico inadecuado, 
relacionado con la presencia de roedores y gatos (Gazzonis et al., 2015). Además 
la concentración de materia fecal y orina de los animales y los restos de 
alimentos pueden contribuir a mantener la viabilidad de los ooquistes (Dubey et 
al., 2010; Liu et al., 2015). Bawm et al. (2016) encontraron que los 
establecimientos caprinos con pobres prácticas de manejo sanitarias (poca 
higiene, alimentación inadecuada, falta de vacunación y desparasitaciones 
regulares) implicaron un riesgo mayor de infección por T. gondii. En nuestro 
estudio, en la provincia de Salta la seroprevalencia hallada en el tambo con 
manejo semi-intensivo fue del 13 %, lo que podría relacionarse con apropiadas 
condiciones de higiene.  
La presencia de felinos y crianza de gatos en los establecimientos ha 
sido considerada un factor de riesgo importante para la toxoplasmosis en cabras 
(Bawm et al., 2016; Tzanidakis et al., 2012; Zewdu et al., 2013). Varios trabajos 
describen una asociación significativa entre la presencia de anticuerpos anti-T. 
gondii y la presencia de gatos en los rebaños caprinos (Bawm et al., 2016; Deng 
et al., 2016; García et al., 2012;; Liu et al., 2015; Neto et al., 2008). Cavalcante et 
al. (2008) encontraron también asociación con el número de gatos en las 
propiedades, determinando que la probabilidad de infección de las cabras era 
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mayor en aquellos establecimientos que tenían más de 10 gatos. Sin embargo, se 
debe tener en cuenta que pocos gatos son suficientes para contaminar una 
amplia área en poco tiempo, ya que un gato infectado puede eliminar millones 
de ooquistes (Silva et al., 2003; Tenter et al., 2000). Fortes et al. (2018) 
determinaron que los establecimientos seropositivos para toxoplasmosis tenían 
al menos un gato, en el 35,4 % tuvieron gatos menores de un año de edad y en el 
42,5 % los gatos tenían acceso a los depósitos de alimento de las cabras. El riesgo 
de infección de las cabras aumenta también si los gatos tienen acceso a los 
comederos, bebederos y lugares de almacenamiento de alimento (Anderlini et 
al., 2011; García et al., 2012; Tzanidakis et al., 2012). Por otro lado, Jung et al. 
(2014) justificaron la baja seroprevalencia hallada en Corea al bajo número de 
gatos presentes en los hatos estudiados. Si bien en nuestro trabajo, no se 
determinó la presencia de gatos, es muy frecuente observar su presencia en 
todos los rebaños de nuestro país.  
La presencia de gatos asilvestrados, que no viven todo el tiempo en los 
establecimientos, también puede ser un factor importante para mantener la 
cadena epidemiológica de la toxoplasmosis, debido a que estos animales 
acostumbran a cazar, presentando una mayor chance de infección que los gatos 
criados en los propios establecimientos y que son alimentados con balanceado 
(Czopowicz et al., 2011; Luciano et al., 2011).  
Las diferencias en la seropositividad entre regiones de un mismo país 
podrían también explicarse por las diferentes condiciones climáticas y 
geográficas que influyen en la supervivencia y diseminación de los ooquistes en 
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el medio ambiente (Dubey, 2010). La elevada seroprevalencia hallada en todos 
los establecimientos estudiados de la provincia Buenos Aires, sugiere que los 
ooquistes estarían ampliamente dispersos en el ambiente, lo que podría 
atribuirse al clima templado y a la mayor humedad ambiental en comparación 
con las provincias de Salta, La Rioja, San Luis y el noroeste de Córdoba. Los 
ooquistes de T. gondii pueden permanecer infecciosos desde meses a años en 
suelos húmedos (Dumètre y Dardé, 2003; Jones y Dubey, 2010; Lélu et al., 2012). 
En nuestro trabajo, sólo se analizaron establecimientos de producción lechera de 
la provincia de Buenos Aires; sería interesante poder analizar establecimientos 
con otros sistemas productivos para determinar con mayor precisión la influencia 
del clima en la presencia de la infección en la provincia.  
En Brasil, las seroprevalencias más altas informadas se encontraron en 
estados de la región Noreste, que tiene clima predominantemente cálido y 
húmedo (Anderlini et al. 2011; Bispo et al., 2011; Medeiros et al., 2014; Nunes et 
al., 2013; Silva et al., 2003). En numerosos estudios, las prevalencias son 
mayores en caprinos de zonas húmedas de clima templado con respecto a las de 
zonas áridas con climas extremos, demostrando que la humedad elevada y el 
tipo de vegetación crean las condiciones favorables para la supervivencia de los 
ooquistes (Bispo et al., 2011; Carneiro et al., 2009; da Silva et al., 2015; Gondim 
et al., 1999; Silva et al., 2003). Por el contrario, las prevalencias más bajas se 
detectaron en áreas áridas (de Sousa et al., 2012; Dubey, 2010; Kamani et al., 
2010). Estas diferencias también fueron descriptas en distintas regiones de 
España, Tanzania, Ghana y Etiopía (Díaz, et al. 2016; Gebremedhin et al., 2014b; 
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Kamani et al., 2010; Swai y Kaaya, 2013; Teshale et al., 2007; Tilahun et al., 2008; 
van der Puije et al., 2000; Zewdu et al., 2013). Asimismo, Djorkic et al. (2014) 
hallaron una de las seroprevalencias más altas en el mundo (73,3 %) y 
determinaron que existió correlación entre la seropositividad de las cabras con 
las lluvias abundantes en algunas regiones de Serbia. En China, la mayor 
seroprevalencia fue determinada por Zhou et al. (2018) concluyendo que la 
humedad de la región explicaría las diferencias con los resultados obtenidos en 
estudios realizados en otras regiones del mismo país (Li et al., 2016; Miao et al., 
2015; Wang et al., 2011; Xu et al., 2015; Zhao et al., 2011). Wang et al. (2011) 
detectaron una seroprevalencia del 3,8 % en la provincia más fría de China, 
explicando que probablemente los ooquistes no podrían sobrevivir los 6 meses 
de estación de invierno por las temperaturas bajas extremas.  
A pesar de que en el noroeste de Córdoba la mayor parte de la cría de 
cabras se lleva a cabo bajo condiciones de manejo extensivo y el clima es seco y 
árido, los animales están confinados en corrales en determinados momentos del 
día y por lo tanto, la concentración de orina y heces podría cambiar las 
condiciones ambientales y crear una situación propicia para la supervivencia de 
los ooquistes . Carneiro et al. (2009) determinaron que el uso de corrales fue un 
factor de riesgo para la toxoplasmosis. Además, en las provincias de La Rioja, 
Salta y noroeste de Córdoba las cabras recorren grandes distancias en áreas poco 
explotadas en las que los felinos salvajes, como el puma (Felis concolor) y el gato 
montés sudamericano (Leopardus geoffroyi) se observan con frecuencia (Burkart 
et al., 1999). El rol de los felinos salvajes en la toxoplasmosis aún no se ha 
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estudiado en esta región, pero podrían estar implicados en la contaminación con 
ooquistes de las zonas de pastoreo (Dubey, 2010; Luciano et al., 2011). En la isla 
de Fernando de Noronha, Brasil, un estudio sobre un total de 118 felinos indicó 
una mayor seropositividad en animales silvestres, reforzando la importancia de 
estos felinos en la epidemiología de la toxoplasmosis (Costa et al., 2012).  
En la provincia de Córdoba, se observaron diferencias significativas en 
la seroprevalencia de T. gondii entre los departamentos estudiados, y dentro de 
los establecimientos del mismo departamento, debido a que en algunos de ellos 
todos los animales fueron seropositivos o bien seronegativos. Estas diferencias 
podrían estar influenciadas por el clima y la altitud, ya que existe una zona 
montañosa importante que divide la región. Para completar estos primeros 
hallazgos sería conveniente realizar estudios de georeferenciación para evaluar 
adecuadamente la concentración y distribución de los establecimientos 
seropositivos.  
En relación a la distribución de los títulos de anticuerpos anti- T. gondii 
hallados, se observó que el 62,4 % y 37,6 % de las cabras analizadas presentaron 
títulos de 100 y 800 respectivamente. De acuerdo a Dubey y Kirkbride (1989), los 
títulos ≥ 1024 indican infección activa y los títulos menores se relacionarían con 
infecciones crónicas. Por lo tanto, se podría considerar que gran parte de las 
cabras analizadas en este estudio estarían infectadas crónicamente, lo que 
constituye un riesgo para la salud pública (Tenter, 2009). 
Se observaron diferencias significativas entre las provincias en relación 
a distribución del título 800, siendo Buenos Aires la que presentó la mayor 
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proporción (60,7 %). Relacionando este título y el tipo de manejo, se determinó 
que las cabras de sistemas semi-intensivos/intensivos tienen ocho veces más 
probabilidades de presentar títulos elevados, lo que podría relacionarse con los 
contactos reiterados con las fuentes de infección, dando lugar a reinfecciones 
(Carneiro et al., 2009; Tzanidakis et al., 2012).  
En el análisis llevado adelante en la provincia de La Rioja se detectó una 
asociación entre la seropositividad a T. gondii y la presencia de abortos, 
resultando en una probabilidad dos veces mayor de abortar en animales 
seropositivos. Por otra parte en los animales seropositivos en los que se evaluó 
seroconversión, algunas cabras habían abortado entre muestreos, sin que los 
mismos afectaran el movimiento de los títulos de anticuerpos. Esto podría 
relacionarse con el tiempo transcurrido entre el aborto y el segundo muestreo, o 
bien, en el resto de los animales, con el tiempo transcurrido entre el aborto y el 
primer muestreo. Sin embargo en esta región se encontraron cabras que 
presentaban anticuerpos anti-N. caninum con título ≥ 800 pero eran 
seronegativas para T. gondii, y si bien N. caninum es un agente causal de abortos, 
no se pudo determinar la asociación entre la neosporosis y la presencia de 
abortos por el bajo número de animales seropositivos. Por todo esto se infiere 
que T. gondii puede haber estado implicado en los abortos de esta región. Sin 
embargo, alrededor del 70 % de las cabras que abortaron fueron seronegativas, 
lo que indicaría que otros agentes infecciosos (distintos de T. gondii) y no 
infecciosos podrían haber estado implicados también como causales de los 
abortos de la zona muestreada. 
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En la provincia de San Luis no se encontró relación significativa entre 
los rebaños seropositivos y los que presentaban antecedentes de abortos. 
Además, el 51,3 % de los establecimientos analizados no presentaron 
anticuerpos anti-T. gondii. Se considera que sería necesario realizar estudios a 
nivel individual y no a nivel de hato para evidenciar posibles asociaciones 
causales de abortos. Si bien en esta provincia se encontraron establecimientos 
con animales seropositivos para N. caninum y se informaron que presentaban 
animales seropositivos para brucelosis, también se determinó que el 42,2 % no 
presentaron anticuerpos contra ninguna de las tres infecciones, por lo que es 
posible que otras causas de tipo no infecciosas estuvieron implicadas en los 
abortos. Curiosamente, todos los establecimientos seropositivos a nuestro 
estudio de toxoplasmosis lo fueron también para brucelosis. Serían necesarios 
otros estudios para evaluar la posible sinergia de la coinfección de estos agentes, 
así como realizar seguimiento serológico comparativo, evaluar las tasas de 
seroconversión, el uso de ELISA de avidez y el examen de fetos abortados para 
detección del parásito por técnicas inmunológicas, de biología molecular o 
aislamiento en estas provincias.  
Otra potencial causa de aborto caprino infecciosa reportada en el país 
es N. caninum (Campero et al., 2018), por lo que analizamos el grado de 
coinfección con T. gondii en todas las muestras de este estudio. El valor de 
seroprevalencia de N. caninum hallado (4,7 %) fue similar a los reportados en 
caprinos de otras regiones del mundo y previamente en la provincia de La Rioja 
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(Diakou et al., 2013; Díaz et al., 2016; Faria et al., 2007; Figliuolo et al., 2004; Iovu 
et al., 2012; Liu et al., 2015; Moore et al., 2007). 
Si bien los porcentajes de seroprevalencia de neosporosis en las 
distintas provincias estudiadas ha sido < 10 % y el porcentaje de coinfección para 
toxoplasmosis y neosporosis fue del 2,8 %, se deberían realizar estudios para 
determinar el impacto de la neosporosis sobre la aparición de abortos. Las 
mayores seroprevalencias para N. caninum se presentaron en las provincias de 
Buenos Aires y Catamarca lo que también podría estar relacionado con el manejo 
intensivo de los animales (Bartova y Sedlak, 2012; Liu et al., 2015; Topazio et al., 
2014; Uzêda et al., 2007). Se destaca, sin embargo, que un amplio porcentaje de 
cabras seropositivas a N. caninum lo fueron también a T. gondii (60,7 %). Existen 
pocos estudios que determinan la relación entre ambas infecciones. Díaz et al. 
(2016) también reportaron que la coinfección con ambos protozoos en el 
noroeste de España no fue frecuente (6 %), pero fue interesante reconocer que 
el 91,1 % de las cabras seropositivas a N. caninum lo fueron también a T. gondii; 
determinando que las cabras tenían 9,5 veces más probabilidad de infectarse con 
N. caninum si eran positivas a T. gondii. Lo expuesto anteriormente sugiere que 
los factores de riesgo asociados al manejo, clima y características geográficas de 
la región expresados para la toxoplasmosis, sumado a la presencia de perros, 
podrían ser los mismos que para la infección con N. caninum en caprinos de 
Argentina. 
El sexo de los animales analizados en este trabajo no parece influir en la 
infección con T. gondii, lo que indicaría que tanto machos como hembras 
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estarían igualmente expuestos a las mismas fuentes de infección. Esto coincide 
con varios trabajos que determinaron que el sexo de los animales no era un 
factor de riesgo para la infección por T. gondii en cabras (Bisson et al., 2000; 
Carneiro et al., 2009; Cavalcante et al., 2009; Faria et al., 2007; Kamani et al., 
2010; Medeiros et al., 2014; Sella et al., 1994; Tzanidakis et al., 2012). Otros 
estudios han determinado que las hembras presentaban un mayor riesgo de 
infección (Jittapalapong et al., 2005; Li et al., 2015; Nunes et al., 2013; Silva et al., 
2003; Swai y Kaaya, 2013; Tegegne et al., 2016; Teshale et al., 2007; Uzêda et al., 
2004; van der Puije et al., 2000; Zewdu et al., 2013). Si bien se ha sugerido que 
las hembras serían más susceptibles que los machos a la infección por parásitos 
protozoarios (Roberts et al., 2001), se debe tener en cuenta que las hembras 
generalmente se mantienen por un período más largo en los establecimientos 
para la reproducción en relación a los machos que se venden para carne, 
aumentando su exposición a los ooquistes en el tiempo. Además, las hembras 
están expuestas al estrés de la preñez y la lactancia, presentando períodos de 
inmunodepresión que podrían aumentar su susceptibilidad a la infección (Swai y 
Kaaya, 2013; Teshale et al., 2007; Tilahun et al., 2018; Zewdu et al., 2013). En 
nuestro trabajo, aunque no se encontraron diferencias significativas para esta 
variable, hubo una mayor proporción de machos positivos (28 %; 14/50) en 
relación a las hembras (24,9 %; 174/699). Esto también se observó en estudios 
de seroprevalencia en Nigeria y China (Kamani et al., 2010; Zhao et al., 2011). Se 
debe tener en cuenta que la cantidad de hembras analizadas en nuestro trabajo 
fue muy superior a la de los machos, dado que en las propiedades muestreadas, 
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los machos son carneados o vendidos, mientras que las hembras se conservan 
para la reproducción y/o la producción de leche. Este tipo de “sesgo” en el 
muestreo ha sido también reportado por otros autores como una dificultad en el 
análisis de riesgo  (Jittapalapong et al., 2005; Manazza et al., 2012a; van der Puije 
et al., 2000). 
En este trabajo se observó que los animales de raza Saanen tienen más 
probabilidades de infección para T. gondii que los criollos o cruzas, lo que 
coincide con los estudios de Nunes et al. (2013) y de Carneiro et al. (2009) en los 
que los animales de raza pura presentaron una mayor proporción de 
seropositividad en comparación con los animales sin raza definida. Se ha 
sugerido que las cabras de raza al ser introducidas originalmente desde otros 
países, estarían menos adaptadas al ambiente y podrían ser más susceptibles a la 
infección con genotipos de la región (Jittapalapong et al., 2005). Sin embargo, 
Díaz et al. (2016) indicaron que las cabras cruzas presentaron mayor 
seropositividad que las cabras de raza propia (Galega) de la región, las que se 
encontrarían más adaptadas al ambiente y los agentes presentes que las cruzas 
introducidas. Nuestros resultados creemos se vinculan al tipo de explotación y 
manejo semi-intensivo/intensivo de las razas lecheras (Saanen), el cual influiría 
en la mayor seropositividad como se discutió previamente. Sería interesante 
determinar si existe una mayor susceptibilidad genética entre distintas razas 







5. VALIDACIÓN DEL ELISA TGSAG1 (P30) PARA EL DIAGNÓSTICO DE LA 
TOXOPLASMOSIS EN CAPRINOS 
5.1. Materiales y métodos 
Con el fin de validar en nuestro medio el uso del ELISA-TgSAG1 indirecto 
para el diagnóstico de la toxoplasmosis en caprinos se conformó un panel de 
sueros para utilizar como estándar relativo de comparación (ERC) (OIE, 2014). Se 
analizó la presencia de anticuerpos anti- T. gondii por la técnica de IB en sueros 
caprinos, previamente analizados por IFI. Los sueros con resultados concordantes 
a ambas pruebas, ya sea serológicamente positivos y/o negativos, se incluyeron 
en el ERC. 
5.1.1 Prueba de IB y conformación del ERC 
Se utilizaron 598 sueros provenientes de cabras de las provincias de 
Buenos Aires, La Rioja, San Luis, Salta, Córdoba y Catamarca que fueron 
seleccionados al azar.  
Se incluyeron muestras serológicamente positivas a las diluciones 1:100, 
1:800 y muestras negativas a IFI, de animales pertenecientes a establecimientos 
con prevalencias bajas y altas de la enfermedad.  
Para la prueba de IB se realizó la técnica de electroforesis de proteínas en 
geles de poliacrilamida con dodecilsulfato sódico (SDS-PAGE) al 12,5 % a partir de 
un sonicado de taquizoítos de la cepa RH de T. gondii (antígeno total) en 
condiciones no reducidas y utilizando un marcador de peso molecular (Standard, 
low range, Biorad, California, EE.UU) (Anexos 4 y 5). Las proteínas se transfirieron 
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a membranas de PVDF las cuales fueron conservadas a -20ºC hasta el momento 
de realización de la prueba (Anexo 6). Las membranas de antígeno se cortaron en 
tiras de dos-tres mm de ancho y se incubaron en solución de bloqueo (PBS 1x- 
0,05 % Tween 20 – 2 % gelatina de pescado) en agitación y a temperatura 
ambiente por 30 minutos. Luego se incubaron los sueros caprinos y los controles 
en una dilución de 1:100 en solución de bloqueo durante una hora. 
Posteriormente se realizaron cinco lavados de dos minutos cada uno con 
solución de lavado (PBS 1x - 0,05 % Tween 20). Se procedió a incubar las tiras con 
el conjugado anti- Ig G de cabra unido a peroxidasa (Sigma-Aldrich, St. Louis, 
EE.UU), diluido 1:1000 en PBS 1x durante una hora en agitación y a temperatura 
ambiente. Se realizaron tres lavados de dos minutos con solución de lavado y dos 
lavados más con PBS 1x. La unión antígeno-anticuerpo se puso en evidencia 
utilizando H2O2 como sustrato, en presencia de 4-cloronaftol como cromógeno, 
para lo cual los sueros fueron incubados durante 20 minutos con una solución de 
30 mg de 4-chloro-1 naphtol, 10 ml de metanol, 30 ml de PBS y 40 µl de H2O2. 
Todos los lavados y las incubaciones se realizaron en agitación y a temperatura 
ambiente. Finalmente, la reacción se detuvo con agua destilada y se dejaron 
secar las tiras en papel secante para la observación de los resultados (Anexo 7). 
Se consideró una muestra positiva cuando aparecieron dos o más bandas 
coloreadas de los identificados IDAs, de acuerdo a su peso molecular relativo 
(Pardini et al., 2012).  
Posteriormente, fueron seleccionados 478 sueros como ERC con 
resultados concordantes a las pruebas de IFI e IB para T. gondii en una 
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proporción de uno positivo cada tres negativos según lo recomendado por la OIE 
(2014). Los sueros de este panel fueron analizados por el ELISA-TgSAG1.  
 5.1.2. Prueba de ELISA-TgSAG1 (ELISA-P30) y análisis de datos 
Para la prueba de ELISA-P30 se utilizó la proteína nativa de Toxoplasma 
gondii  TgSAG1 (P30) que fue elaborada y purificada por el Dr. Gereon Schares 
(Friedrich Loeffler Institute, FLI, Alemania). La obtención se realizó por 
cromatografía de afinidad, utilizando un anticuerpo monoclonal de ratón (Mab) 
Ig G2a P30 /3 (Immune System Ltd, Paignton, UK) incorporado a una columna de 
sefarosa, que reconoce el antígeno de superficie P30 de los taquizoítos de T. 
gondii (Hosseininejad et al., 2009; Maksimov et al., 2011).  
Como control positivo se utilizó suero de una cabra adulta con título de 
3200 para la IFI de T. gondii y negativa para la IFI de N. caninum. Esta cabra 
presentó aborto y la infección fue confirmada por PCR y genotipificación a partir 
de tejidos fetales (Fetos 1 a 3, ver en siguiente capítulo). Como control negativo 
se utilizó suero de un cabrito obtenido al nacimiento (previo a la ingesta de 
calostro), de una madre seronegativa para toxoplasmosis y neosporosis. Se 
determinó la concentración apropiada de proteína P30 utilizando distintas 
diluciones de la misma y de los sueros controles. Se seleccionó la menor 
concentración proteica que permitiera obtener un buen nivel de densidad óptica 
(DO) diferencial entre los controles.  
Se sensibilizaron placas de ELISA con el antígeno nativo de T. gondii 
TgSAG1 diluído 1:200 en 0,1M de bicarbonato de sodio pH 8,3 (concentración de 
12ng/pocillo) y se incubó por una hora a 37ºC. Se realizaron tres lavados con PBS 
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1x - 0,05 % Tween 20 y las placas se bloquearon con una solución de PBS 1x - 
0,05 % Tween 20 con 20 % de suero equino por 30 minutos a 37ºC. 
Posteriormente se vaciaron los pocillos y se agregaron los sueros caprinos 
diluidos 1:100 en la solución de bloqueo. Se incluyeron los sueros controles y un 
blanco por placa (OIE, 2014). Todas las muestras y controles se realizaron por 
duplicado y se incubaron por 30 minutos a 37ºC. Luego se realizaron tres lavados 
y se agregó el conjugado anti-Ig G de cabra con peroxidasa (Sigma-Aldrich, St. 
Louis, EE.UU) diluido 1:4000 en PBS 1x - 0,05 % Tween 20 con 1 % de suero 
equino. Se incubó 30 minutos a 37ºC y se hicieron tres lavados iguales a los 
anteriores y dos lavados con agua destilada. Posteriormente se agregó el 
sustrato (100 μg/ml 3,3´,5,5´-tetrametilbencidina - 0,004 % de peróxido de 
hidrógeno en una solución de 0,2 M de acetato de sodio y 0,2 M de ácido cítrico) 
y se incubó por 15 minutos en oscuridad y a temperatura ambiente. La reacción 
se detuvo con el agregado de ácido sulfúrico a una concentración final de 4N. Los 
valores de DO se midieron en un lector de ELISA en modo dual con un filtro de 
450nm (filtro de referencia 620nm) (Anexo 8). Los resultados se expresaron 
como índices de ELISA de acuerdo a la siguiente fórmula: (Promedio DO muestra 
– Promedio DO control negativo)/ (Promedio DO control positivo – Promedio DO 
control negativo) (Pardini et al., 2012). 
Los resultados del ELISA para los sueros del ERC fueron analizados 
mediante la curva de características de tipo receptor-operador (ROC) utilizando 
el programa SigmaPlot 12.0 (Systat Software, Inc., San José, CA, USA). Se 
determinó el índice de ELISA (cutoff) donde los valores de sensibilidad (Se) y 
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especificidad (Sp) relativa fueran óptimos considerando un intervalo de 
confianza del 95 %. Se calculó el área bajo la curva (AUC) para evaluar la 
capacidad de la prueba para discriminar correctamente entre las muestras 
positivas y negativas (Greiner y Gardner, 2000; Greiner et al., 2000). Se consideró 
como no informativa (AUC= 0,5), poco precisa (0,5< AUC ≤ 0,7), moderadamente 
precisa (0,7< AUC ≤ 0,9), altamente precisa (0,9 < AUC ≤ 1) y perfecta (AUC= 1) 
(Swets, 1988).  
La concordancia entre las pruebas serológicas realizadas (IFI e IB, ERC y 
ELISA-P30) se determinó mediante el estadístico Kappa (K) utilizando el 
programa EPIDAT 3.1 (Organización Panamericana de la Salud y Xunta de Galicia, 
Consellería de Sanidade). Los valores de kappa se interpretaron como: pobre (k= 
0), leve (k= 0–0,20), aceptable (k= 0,21–0,40), moderada (k= 0,41–0,60); 
considerable (k= 0,61–0,80); casi perfecta (k> 0,81) (Conraths y Schares, 2006). 
La relación entre las bandas de distinto peso molecular del IB y el título de los 
sueros a IFI (100 y 800) se realizó por la prueba de chi-cuadrado con el programa 
WinEpi 2.0 (Facultad de Veterinaria, Universidad de Zaragoza). 
5.2. Resultados   
 5.2.1. Immunoblot y conformación del ERC 
Por la prueba de IB se identificaron las bandas proteicas con pesos 
moleculares de movilidad relativa de 34, 32, 30, 28 y 19 kDa como IDAs, de 
acuerdo a la intensidad de las reacciones en la unión antígeno-anticuerpo en los 
sueros caprinos (Figura 7). 
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Figura 7. Reactividad de sueros caprinos naturalmente infectados a los diferentes 
IDAs de T. gondii. 
 
Resultados IB: 1,2,3: sueros negativos. 4,5,6: sueros positivos. 
 PM: Marcador de peso molecular. 
 
Los IDAs de 30 y 34 kDa fueron reconocidos con mayor frecuencia e 
intensidad en las muestras analizadas. Del total de muestras analizadas por esta 
técnica, 152 resultaron positivas al reaccionar hacia dos o más IDAs, presentando 
el 100 % de ellas reacción hacia las proteínas de 30 kDa y el 98,7 % hacia las 
proteínas de 34 kDa, mientras que las reacciones hacia las demás proteínas 
fueron menores (IDAS de: 32 kDa: 69 %, 28 Kda: 67 % y 19 kDa: 49,3 %) (Figura 
8). Entre las 446 muestras que resultaron negativas el 32,3 % presentó una única 
reacción marcada a la proteína de 34 kDa, mientras que existieron reacciones 
tenues hacia las otras fracciones en otras muestras (en dos muestras para la 
proteína de 30 kDa, en dos para la de 28 kDa, en una para la de 19 kDa y ninguna 




Figura 8. Distribución de las reacciones positivas a los distintos IDAs de los sueros 
positivos al Immunoblot (n=152). 
 
 
En el análisis comparativo de los sueros positivos a diluciones 1:100 y 
1:800 de IFI y reacciones a diferentes IDAs en el IB, aparecieron 
significativamente más representadas las bandas de 28 kDa (p=0,0198) y la de 
19kDa (p=0,0001) en muestras con título alto (1:800). 
El ERC para evaluar el ELISA-P30 quedó conformado por 136 sueros 
positivos y 342 sueros negativos concordantes entre IFI e IB (n= 478) del total de 
598 sueros analizados. Los 120 sueros discordantes entre las dos pruebas 
serológicas fueron descartados y no se incluyeron en el ERC. De estos últimos 
104 sueros fueron positivos para IFI y negativos para IB presentando un 27 % de 
ellos reacciones a la proteína de 34 kDa, mientras que 16 sueros fueron positivos 
para IB (todos con reacciones a las proteínas de 30 y 34 kDa) y negativos para IFI. 
Las pruebas diagnósticas IFI e IB presentaron un grado de concordancia 




Tabla 13. Resultados de la prueba de IB en relación a la prueba de IFI y obtención 





Positivos Negativo Total 
IFI 
Positivos 136 104 240 
Negativos 16 342 358 
 
Total 152 446 598 
Valor de concordancia ĸ = 0,556. 
 
 5.2.2. ELISA-P30 y análisis de datos 
El análisis por curva ROC determinó que el ELISA-P30 fue altamente 
preciso para discriminar sueros positivos y negativos con un área bajo la curva 
AUC= 0,9788 (IC 95% 0,9602-0,9974) en relación al ERC. Se seleccionó un índice 
de 0,2185 como el más apropiado y fue utilizado como valor de corte, en el que 
los valores de sensibilidad y especificidad relativas para la prueba de ELISA-P30 
fueron de 96 % (IC 95%: 92,69-99,85%) y 98 % (IC 95%: 96,33-99,60 %), 
















Figura 9. Curva de características de tipo receptor-operador (ROC) para ELISA-P30 
utilizando el ERC.  
 
Valor de índice óptimo o cutoff = 0,2185. Área bajo la curva = 0,9788.  
 
De los 136 sueros positivos del ERC, 129 sueros resultaron positivos al 
ELISA-TgSAG1 (94,85 %), mientras que 337 sueros de los 342 sueros negativos 
del ERC fueron también negativos por el ELISA (98,54 %) (Tabla 14).  
 
Tabla 14. Resultados del ELISA-TgSAG1 (P30) en relación con el ERC (IFI, IB). 
    ELISA- TgSAG1 (P30)   
    Positivos Negativos Total 
ERC 
Positivos 129 7 136 
Negativos 5 337 342 
  Total 134 344 478 
 Valor de concordancia ĸ=0,9381; Sensibilidad (Se): 96% y Especificidad (Sp): 98%.  
 
La mayoría de los índices positivos del ELISA se encontraron entre los 
valores de 0,8 a 1,2 (Figura 10). La concordancia observada entre el ERC y el 
ELISA P30 fue casi perfecta (k= 0,9381; IC 95%: 0,9035-0,9726).  
 
Curva ROC
1 - Especificidad 















Figura 10. Índices de ELISA obtenidos con el ELISA-TgSAG1. 
 
Referencias: Indices de ELISA 0= -0,2185; 2= 0,22-0,4; 3= 0,41-0,6; 4= 0,61-0,8;  
5= 0,81-1; 6= 1,1-1,4; 7= 1,41-1,6. 
 
5.3. Discusión 
Las pruebas serológicas de diagnóstico indirecto, que detectan 
anticuerpos anti- T. gondii, son las utilizadas de rutina en el diagnóstico de la 
toxoplasmosis caprina. Una de las principales ventajas de las pruebas 
inmunoserológicas, es la posibilidad de realizar el diagnóstico de animales en pie. 
Esto las diferencia de las pruebas de diagnóstico directas, tales como la técnica 
de PCR, el aislamiento y la inmunohistoquímica, que requieren muestras de 
tejidos, generalmente de material obtenido a la necropsia. Las técnicas de 
diagnóstico directo brindan resultados definitivos y certeros, aunque suelen ser 
más costosas e implican en algunos casos el uso de animales de laboratorio, 
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requiriendo más tiempo para obtener los resultados (Dubey, 2010; Pereyra-
Bueno et al., 2004).  
La prueba de IFI es una de las pruebas serológicas más usadas en el 
diagnóstico de toxoplasmosis, debido a que presenta elevada sensibilidad y 
especificidad (Dubey, 2010). Sin embargo, es poco práctica si se requiere analizar 
un gran número de muestras y es subjetiva en la interpretación de los 
resultados. Por lo tanto, resulta interesante el desarrollo y validación local de 
pruebas de ELISA para el diagnóstico de la toxoplasmosis en caprinos debido a 
que permiten analizar un mayor número de muestras, siendo más objetiva la 
interpretación de los resultados. Esto es importante para conocer la 
seroprevalencia en los hatos y establecer medidas de control.  
En el presente estudio además de IFI se realizó la prueba de IB con el fin 
de obtener el panel de sueros concordantes para formar el ERC. La utilización de 
un panel de sueros concordantes a dos pruebas serológicas es una de las 
alternativas posibles para determinar el rendimiento de una nueva prueba 
diagnóstica cuando no es posible obtener un estándar de oro o gold standard 
(OIE, 2014). La prueba de IB ha sido muy utilizada en animales para la detección 
de anticuerpos anti- N. caninum, principalmente en bovinos y caninos, 
demostrando buena sensibilidad y especificidad (Pinheiro et al., 2005; Staubli et 
al., 2006) y su utilidad para determinar títulos de corte y descartar reacciones 
cruzadas (Silva et al., 2007). Su uso para el diagnóstico de T. gondii se ha 
documentado principalmente en humanos para determinar anticuerpos en 
infecciones congénitas (Gross et al., 2000; Khamari et al., 2014; Magi y Migliorini, 
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2011) y en menor medida en animales (Chávez-Velásquez et al., 2005; Pardini et 
al., 2012; Saavedra y Ortega, 2004; Silva et al., 2007).  
Según los resultados del IB de los sueros de cabras analizados en este 
trabajo se determinó que las fracciones de 30 y 34 kDa son los IDAs principales 
para el diagnóstico de la toxoplasmosis en caprinos de la región, debido a que se 
presentaron reacciones a éstas en la mayoría de las muestras positivas. Esto sería 
similar a lo descripto por Conde et al. (2001) quienes estudiaron la evolución de 
la respuesta de IgG contra T. gondii en cabras infectadas experimentalmente 
(cepa RH) mediante IB, y observaron que la mayor reactividad de los sueros se 
presentó para el grupo de antígenos entre 28 y 34 kDa, y en particular para el 
antígeno de 30 kDa desde el día 14 p.i. Reacciones similares fueron observadas 
en estudios en ovejas inoculadas con la cepa vacunal de T. gondii (S48) (Wastling 
et al., 1994).  
Varios trabajos demostraron la presencia de reacciones a la banda 
proteica de 30 kDa en sueros de animales infectados por T. gondii tanto en forma 
natural como experimental (Conde et al., 2001; Pardini et al., 2012; Saavedra y 
Ortega, 2004; Silva et al., 2007). Esta fracción antigénica incluiría a la proteína de 
superficie principal P30 o SAG1 de T. gondii debido al peso molecular o movilidad 
relativa similar (Mc Leod et al., 1991). Si bien la banda de 30 kDa se encontró 
marcada de forma tenue en 2 muestras negativas, parece ser más específica en 
relación a la de 34 kDa, para la que se evidenciaron reacciones en el 32,3 % de las 
muestras negativas. La banda proteica de 34 kDa podría corresponder a las 
proteínas Gra6 o Rop 9 de T. gondii que demostraron tener un peso de entre 32 
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y 36 kDa en pruebas de IB con sueros humanos (Khamari et al., 2014). Debido a 
esto, la reacción positiva de la banda de 34 kDa debería considerarse en el 
diagnóstico de la toxoplasmosis caprina si se detecta en conjunto con alguno de 
los demás IDAs (32, 30, 28 y 19 kDa). Las bandas de menores pesos moleculares 
(28 y 19 kDa) aparecen marcadas con mayor frecuencia en los sueros con títulos 
más altos. La reacción a la banda de 19 kDa apareció en numerosos sueros 
analizados (49,3 %), en contraste con el trabajo de Conde et al. (2001) donde no 
encontraron reacciones a proteínas por debajo de 23 kDa de peso molecular. 
Otros trabajos han descripto reacciones a proteínas de T. gondii de bajo peso 
molecular (11 kDa, 16-17 kDa, 19kDa) en sueros de cabras y ovejas infectadas 
experimentalmente con varias cepas del parásito (Harkins et al., 1998; Vitor et 
al., 1999; Wastling et al., 1995). La mayor reactividad a proteínas de bajo peso 
molecular podrían deberse a un mayor nivel de anticuerpos (como observamos 
en las muestras de títulos altos de esta tesis), al grado de degradación del 
antígeno alcanzado después de la sonicación de los taquizoítos y a diferentes 
condiciones en el SDS-PAGE. 
Si bien en algunos trabajos la prueba de IB permitió detectar anticuerpos 
a partir de 12-14 días p.i. en ellos no se encontró relación entre el patrón de 
reacción a diferentes IDAs y el período de infección (Conde et al., 2001; Vitor et 
al., 1999). A pesar de que el IB es una técnica muy laboriosa, podría ser utilizada 
en combinación con otras técnicas como confirmatoria del diagnóstico serológico 
de la toxoplasmosis en caprinos. La reacción a la proteína de 30 kDa en todas las 
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muestras positivas en esta técnica remarca la importancia de esta proteína como 
antígeno diagnóstico. 
El antígeno SAG1 es considerado como el principal antígeno de superficie 
para la detección de anticuerpos anti-T. gondii. Los antígenos de superficie se 
consideran más específicos que los antígenos intracelulares, y son la base de 
pruebas diagnósticas como la IFI, la cual detecta anticuerpos dirigidos hacia 
antígenos presentes en la superficie de los taquizoítos durante el inicio de la 
infección (Björkman y Uggla, 1999). 
Los anticuerpos anti-SAG1 han sido identificados en sueros de distintas 
especies animales luego de la infección (Pardini et al., 2012; Silva et al., 2002) y 
también han sido identificados en cabras (Conde et al., 2001; Velmurugan et al., 
2008; Vitor et al., 1999). La proteína P30 ha sido ampliamente utilizada para la 
detección de inmunoglobulinas específicas de distintos isotipos en el diagnóstico 
serológico de la toxoplasmosis humana (Bessieres et al., 1992; Decoster, 1997; 
Harkins et al., 1996; Marcolino et al., 2000; Partanen et al., 1984). Además, es 
importante su valor en el diagnóstico de infecciones causadas por diferentes 
genotipos del parásito, dado que está conservada en muchos aislados de T. 
gondii (Ware y Kasper, 1987). Esto ha sido comprobado también por Kimbita et 
al. (2001) al evaluar sueros de roedores inoculados con cuatro aislados distintas 
de T. gondii por un ELISA-P30 recombinante.  
El ELISA elaborado con el antígeno nativo de superficie SAG1 en este 
trabajo demostró ser útil para la detección de anticuerpos anti- T. gondii en 
cabras naturalmente infectadas de nuestro país, encontrándose una 
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concordancia casi perfecta cuando se comparó con los sueros positivos y 
negativos del ERC. Se obtuvieron valores relativos altos de sensibilidad y 
especificidad con el valor de índice de 0,2185 como cutoff (96% y 98% 
respectivamente) y el ELISA-P30 demostró tener alta precisión para discriminar 
muestras positivas de negativas (AUC= 0,9788). 
La prueba de ELISA con antígeno P30 purificado había sido utilizado antes 
en Grecia, por Tzanidakis et al. (2012) en cabras naturalmente infectadas. En 
Argentina esta prueba no había sido evaluada localmente para esta especie. 
Según la OIE (2014) es necesario estandarizar la misma prueba con sueros de 
animales naturalmente infectados de la región donde la misma se va a 
implementar, debido a que pueden existir variaciones epidemiológicas locales 
que generen una respuesta inmune distinta en los animales evaluados, como así 
también que los mismos estén expuestos a genotipos de T. gondii diferentes a las 
encontradas en otros países (Greiner et al., 2000). Tzanidakis et al. (2012) 
obtuvieron buenos resultados de sensibilidad y especificidad (93,9 % y 100 %) 
con un valor de corte o índice menor al que se utilizó en este trabajo (0,0429). 
Sin embargo, la mayoría de los sueros que analizaron presentaron índices de 
ELISA mayores a 1,2 lo cual es similar a los índices de ELISA obtenidos en la 
mayoría de las cabras serológicamente positivas en este estudio. El ERC se 
conformó también por dos pruebas diagnósticas (IFI e IB) y el área bajo la curva 
obtenida fue similar (AUC= 0,9731). Sobre la base del estudio realizado en Grecia 
y las recomendaciones de la OIE, podemos concluir que el ELISA P30 presenta 
una buena sensibilidad y especificidad y que, utilizando índices o valores de corte 
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adaptados a cada región o país, sería una herramienta útil para el diagnóstico de 
rutina de la toxoplasmosis caprina. Además, muchas de las pruebas diagnósticas 
comerciales carecen de estudios de validación regional, lo cual ubica a este ELISA 
como una prueba con aceptable performance en caprinos de nuestro país. 
El ELISA-P30 también fue utilizado en otras especies en diferentes países 
con buenos resultados. Para la detección de anticuerpos en sueros caninos 
presentó una sensibilidad del 94,5 % y una especificidad del 93,6 %, con un cutoff 
mayor (0,790) (Hosseininejad et al., 2009). En patos y gansos se obtuvo una 
sensibilidad del 94,4 % y especificidad del 95,8 % con un cutoff menor (0,14) 
(Maksimov et al., 2011), pero en ambos casos sólo se utilizó la prueba de IFI 
como prueba de referencia. También se ha utilizado la proteína nativa SAG1 
(P30) purificada desde taquizoítos lisados como antígeno para el diagnóstico 
serológico de la toxoplasmosis en ovinos (Sager et al., 2003), cerdos (Azevedo et 
al., 2010) y gatos (Kimbita et al. 2001), como así también en humanos (Decoster 
et al., 1995; Gross et al., 1993; Santoro et al., 1985). El ELISA-P30 también fue 
utilizado localmente en cerdos donde se obtuvo una sensibilidad del 92,8 % y 
una especificidad del 98,3 % con un cutoff de 0,204 y un AUC de 0,983 y 
utilizando un ERC de sueros analizados por IFI e IB (Pardini et al., 2012). Estos 
últimos resultados coinciden con los hallados en el ELISA-P30 utilizado en este 
estudio, lo que podría relacionarse con la exposición de los animales a similares 
genotipos de T. gondii, en coincidencia con algunas características ambientales, 
aunque los sueros analizados hayan procedido de distintas especies. 
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La aplicación de esta prueba de ELISA-P30 en el diagnóstico de la 
toxoplasmosis caprina sería importante por diversas razones. Permitiría la 
reducción de los costos en el laboratorio de diagnóstico al permitir el 
procesamiento de un mayor número de muestras y posibilitaría el reemplazo de 
pruebas de ELISA comerciales importadas. Otra ventaja de esta prueba es la de 
utilizar un antígeno nativo. Su obtención y purificación implica un proceso largo y 
laborioso, pero sin embargo, durante el mismo no se alteran los epitopes 
conformacionales, como puede ocurrir cuando se utilizan antígenos 
recombinantes de T. gondii (Graille et al., 2005). Kimbita et al. (2001) utilizaron 
un ELISA-P30 con SAG1 recombinante purificado (rSAG1) expresado en 
Escherichia coli para el diagnóstico de la toxoplasmosis en felinos inoculados 
experimentalmente, detectando una aceptable performance diagnóstica. Sin 
embargo, en estudios comparativos, los resultados de eficiencia diagnóstica 
obtenidos con ELISAs que utilizan antígeno TgSAG1 nativo han sido superiores a 
los que utilizan proteínas TgSAG1 recombinantes cuando se evalúan sueros de 
animales naturalmente infectados (Gamble et al., 2000; Sager et al., 2003). Otra 
ventaja del uso del ELISA-P30 sería la disminución de reacciones cruzadas con 
otros protozoos del mismo grupo, que pudieran generar resultados falsos 
positivos, mejorando la especificidad del diagnóstico. Esto fue comprobado por 
Maksimov et al. (2011) al evaluar sueros de gansos inoculados 
experimentalmente con Hammondia hammondi, por Hosseininejad et al. (2009) 
al evaluar sueros de caninos que presentaban altos títulos de anticuerpos anti-N. 
caninum debido a infección natural y por Kimbita et al. (2001) al analizar sueros 
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de roedores infectados experimentalmente con N. caninum por un ELISA-P30 con 
antígeno recombinante. En todos estos trabajos, los sueros de animales 
infectados con otros protozoos resultaron negativos a las pruebas utilizando P30 
como antígeno, descartando posibles reacciones cruzadas.  
Si bien se suponía que al utilizar una prueba con antígeno SAG1 purificado 
se podría realizar la detección temprana de los anticuerpos específicos al inicio 
de la infección dado a que el antígeno SAG1 es específico del estadío de 
taquizoíto (Kasper et al., 1989; McLeod, 1991), algunos estudios han demostrado 
que el pico de producción de Ig G se detecta de forma más tardía por ELISA-P30 
en comparación con la prueba de IFI en otras especies de animales infectados 
experimentalmente (Maksimov et al., 2011; Pardini et al., 2012). Por lo tanto, 
tanto el ELISA-P30 como la prueba de IB no serían adecuados para discriminar 
entre una infección reciente y una infección latente o crónica. Para conocer la 
evolución de la infección por T. gondii en cabras y la discriminación de una 
infección reciente, sería necesario el desarrollo de un ELISA-P30 que permita 
identificar el incremento de la avidez de los anticuerpos anti- T. gondii (Björkman 
et al., 1999; Jenum et al., 1997; Sager et al., 2003).  
En conclusión, sería importante lograr implementar la prueba de ELISA-P30 en el 
diagnóstico de la toxoplasmosis caprina en nuestro medio debido a que ha 
demostrado alta precisión. Además, podría utilizarse regularmente para el 
diagnóstico ya que es una técnica inmunoserológica práctica, de rápida 
realización, ofreciendo además una alternativa de menor costo en relación con 
ELISAs comerciales existentes.  
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6. TRANSMISIÓN VERTICAL, ABORTOS Y GENOTIPIFICACIÓN DE T. GONDII  
6.1. Materiales y métodos 
6.1.1. Muestras 
Se analizaron un total de 54 fetos caprinos (que incluyeron abortos, 
natimortos y muertos perinatales), 35 placentas y 42 sueros de cabritos antes de 
ingerir calostro (sueros precalostrales) procesados en el Laboratorio de 
Inmunoparasitología, FCV, UNLP, durante los años 2013-2017. El material se 
obtuvo de los siguientes establecimientos:  
Establecimiento 1 (E1): ubicado en la ciudad de La Plata, provincia de 
Buenos Aires con producción principalmente láctea. Este establecimiento 
presentó un total de 50 cabras a lo largo del tiempo (hicieron recambio completo 
de sus animales), con cabras de raza Saanen y Anglo Nubian criadas bajo sistema 
de manejo semi-intensivo. De éste establecimiento se obtuvieron 18 fetos 
caprinos de 12 cabras (dos cabras con mellizos; dos cabras en dos gestaciones 
sucesivas y una cabra en tres gestaciones sucesivas), 29 placentas (22 de partos 
normales y siete asociadas a fetos caprinos) y 34 sueros precalostrales. 
Establecimiento2 (E2): ubicado en la Ciudad de La Plata con cabras 
Criollas, Enanas y Anglo Nubian con manejo intensivo (n= 45). Se obtuvieron 25 
fetos de 18 cabras (una cabra con trillizos, cuatro con mellizos y una con abortos 
en dos gestaciones sucesivas), tres placentas (una de parto normal y dos 
asociadas a fetos caprinos) y cinco sueros precalostrales.  
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Establecimiento 3 (E3): Tambo caprino con manejo semi-intensivo 
ubicado en Arana (Partido de La Plata) con 25 cabras de raza Saanen. De este 
tambo se recolectaron dos abortos y tres sueros precalostrales.  
Establecimiento 4: tambo ubicado en Mar del Plata con 30 cabras de raza 
Saanen y manejo semi-intensivo. De este establecimiento se obtuvo material de 
un feto. 
Además se analizaron siete fetos caprinos de pequeños productores con 
cabras Criollas de la región de Chamical de La Rioja (uno con placenta) y un feto 
caprino abortado con placenta de un establecimiento en Monte Grande, 
provincia de Buenos Aires de los que no se registraron más datos ni se 
obtuvieron muestras de las madres. 
La edad gestacional de los fetos fue calculada según la longitud del largo 
corona-base de la cola y el aspecto general externo (Kirkbride, 2012). Sólo en 
45/54 de los casos se pudo determinar la edad: dos fetos tenían entre 7 y 9 
semanas de gestación (abortos tempranos), uno entre 14 y 18 semanas de 
gestación (aborto de mediana gestación), cinco entre 19 y 21 semanas de 
gestación (abortos de gestación tardía), 24 cabritos a término que nacieron 
muertos (natimortos) y 13 que murieron al primero o segundo día de vida 
(muertos perinatales). La edad gestacional de dos fetos no pudo ser calculada 
debido a que estaban momificados y de los siete fetos restantes sólo se 
recibieron los órganos fetales sin el dato de edad. 
Se realizó la necropsia de los fetos caprinos y se obtuvieron muestras de 
líquidos pleurales por aspiración con aguja de la cavidad torácica y/o de sangre 
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por punción cardíaca. Se tomaron muestras de sistema nervioso central, hígado, 
pulmón, corazón, bazo, lengua y diafragma (sin embargo, no todos los órganos 
pudieron ser recolectados en todos los casos). Los cerebros fetales fueron 
homogeneizados y se conservaron en tubos de 1,5 ml libres de DNAsas a -20ºC 
para los análisis moleculares. El resto de los órganos fueron seccionados con 
bisturíes individuales para cada muestra y conservados como se menciona 
precedentemente. Además, se realizó un pool de órganos (homogenato) de cada 
feto conservándolo de igual manera. Se conservaron porciones de cada 
tejido/órgano en formol bufferado al 10 % mantenido a temperatura ambiente 
en tubos de 50 ml para eventual histopatología. En los fetos con grados leves de 
autólisis y descomposición se preparó un homogenato del sistema nervioso 
central con solución fisiológica estéril y antibióticos que se mantuvieron en 
recipientes estériles de 50 ml refrigerados entre 2-8ºC para ser inoculados en 
ratones para el intento de aislamiento de T. gondii.  
Las madres de todos los fetos caprinos fueron sangradas para determinar 
anticuerpos específicos por IFI al momento del aborto. Aquellas madres de fetos 
positivos a T. gondii volvieron a sangrarse a los 30 días para poder determinar si 
existió seroconversión de títulos.  
De las 34 placentas caprinas recolectadas, 11 se obtuvieron de casos 
abortos y 23 de partos normales. Las placentas fueron examinadas en busca de 
lesiones macroscópicas y se realizó un homogenato con mixer (Philips) de 
cotiledones y regiones intercotiledonarias que fue conservado en tubo de 1,5 ml 
libres de DNAsas a -20ºC para los estudios moleculares. Se conservaron muestras 
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de ambas zonas placentarias para histopatología como se indica en párrafos 
anteriores. 
Se obtuvieron muestras de sangre por punción yugular de cabritos al 
parto (n= 42), antes de ingerir calostro y de sus madres.  
Las muestras de sangre y los líquidos fetales fueron centrifugados a 2500 
rpm por 10 minutos y el suero o líquido fetal obtenido fue conservado 
refrigerado a 4-8 ºC o congelado a -20 ºC. 
 6.1.2. Estudios serológicos  
Las muestras de suero y líquidos fetales se analizaron mediante la prueba 
de IFI para determinar la presencia de anticuerpos Ig G específicos para T. gondii. 
Los sueros precalostrales y los líquidos fetales fueron diluidos en PBS 1x en base 
doble a partir de la dilución 1:10 hasta título final (Anexo 3). Los sueros de 
animales adultos se diluyeron hasta título final a partir de la dilución 1:100 
(Anexo 3). 
 6.1.3. Bioensayo de T. gondii en ratones 
Los homogenatos de SNC de fetos con grados leves de autólisis y/o 
descomposición y que estaban en buenas condiciones de conservación (sin 
congelar), se inocularon por vía subcutánea en ratones GKO para interferón 
gamma. El homogenato se realizó en mortero estéril con el agregado de solución 
fisiológica y antibióticos (penicilina G potásica-estreptomicina). Se inocularon dos 
ratones por cada muestra, para reducir la cantidad de animales inoculados según 
lo recomendado por el CICUAL (Comité Internacional del Cuidado y Uso de 
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Animales de Laboratorio). Los ratones se mantuvieron con alimento balanceado 
comercial y agua ad libitum. Los animales inoculados se observaron por 30 días y 
al final del período fueron sangrados (Anexo 12). Las muestras de sueros de los 
ratones fueron analizadas por la prueba de IFI (dilución 1:25) para la detección 
de anticuerpos específicos anti-T. gondii (Anexo 3). Ante la aparición de signos 
compatibles con toxoplasmosis o al confirmarse el resultado serológico, los 
animales fueron eutanasiados por inhalación de CO2, se realizó la necropsia, se 
realizó la observación en fresco de cerebros en busca de quistes y de líquido 
peritoneal en busca de taquizoítos y los órganos fueron conservados para 
realizar análisis moleculares como se indicó anteriormente.  
 6.1.4. Diagnóstico y caracterización molecular de T. gondii 
Los órganos fetales (pools y cerebros), las placentas caprinas y los tejidos 
de ratones inoculados fueron analizados por la técnica de reacción en cadena de 
la polimerasa (PCR) para evidenciar la presencia de T. gondii. La extracción de 
ADN se realizó con un kit comercial (Wizard® Genomic DNA Purification Kit, 
Promega, USA) acorde a las instrucciones del fabricante (Anexo 9). Con cada 
rutina de extracción se utilizó un microtubo conteniendo solo las soluciones del 
kit como control negativo de extracción. 
Se utilizaron los primers específicos TOX5-TOX8 que amplifican un 
fragmento de aproximadamente 450pb la secuencia repetitiva de 529pb de T. 
gondii como se describió previamente (Homan et al., 2000; Moré et al., 2010; 
Reischl et al., 2003). Se agregó 1 µl de ADN de cada muestra a los tubos que 
121 
 
contenían el master mix de PCR con 2,5 µl de 10x PCR buffer, 0,75 mM MgCl2, 
250 µM de dNTPs, 1 U Taq ADN polimerasa recombinante (Invitrogen, Brasil) 0,5 
µM de cada primer y agua ultrapura para un volumen final de reacción de 25 µl. 
Para la amplificación se utilizó un termociclador (T18, IVEMA, Argentina) con un 
programa de desnaturalización inicial a 94ºC por cuatro minutos, seguida de 35 
ciclos de desnaturalización (94ºC, 60 s), alineamiento (59ºC, 60 s) y extensión 
(72ºC, 60 s), y un paso de extensión final a 72ºC por diez minutos. Se utilizó ADN 
de taquizoítos de la cepa RH de T. gondii como control positivo, el control 
negativo de extracción y una muestra solo con mastermix o NTC (no template 
control) como controles de cada rutina de amplificación. La extracción de ADN, la 
preparación del master mix para PCR y la electroforesis de los amplificados se 
realizaron en ambientes separados con distinto instrumental para evitar la 
contaminación cruzada. Los productos amplificados fueron revelados en geles de 
agarosa al 1,5 % teñidos con SYBR® Safe (Invitrogen, USA), luego de una 
electroforesis de 30 minutos a 120 voltios. Se utilizó un marcador de pares de 
bases de 100bp (Ladder cada 100bp, 100-1000, Biodynamics, Argentina). Los 
productos fueron observados con transiluminador de luz azul (Safe Imager TM, 
Invitrogen, USA) (Anexo 10).  
Las muestras de tejidos que fueron positivas por PCR a T. gondii fueron 
sometidas a genotipificación por PCR anidada (nested-PCR) seguida por cortes 
con enzimas de restricción (RFLP) utilizando los marcadores moleculares nSAG 2, 
SAG3, BTUB, GRA6, L358, c22-8, c29-2, PK1 y Apico de T. gondii procediendo 
acorde trabajos previos (Moré et al., 2010; Su et al., 2006) (Figura 11). Como 
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controles de referencia se utilizó ADN extraído de taquizoítos de las cepas de 
referencia RH, ME49 y NED para los genotipos I, II y III, respectivamente (Anexo 
11). Los productos amplificados se visualizaron luego de realizar la electroforesis 
en geles de agarosa al 2,5 % para todos los marcadores excepto para Apico que 
se utilizaron geles de agarosa al 3 %, teñidos con SYBR Safe (Invitrogen, Oregon, 
USA) y utilizado un marcador de pares de bases de 100bp (Ladder cada 100bp, 
100-1000, Biodynamics, Argentina) (Anexo 10). 
 
Figura 11. Marcadores utilizados como referencia para la caracterización 







6.1.5. Tasas de transmisión vertical  
La tasa de transmisión vertical de T. gondii fue determinada en aquellos 
establecimientos con mayor número de muestras y donde la seroprevalencia fue 
alta (E1 y E2). La misma fue determinada de dos modos: -número de cabras en 
cuyos fetos se detectó T. gondii  sobre el total de cabras con muestras de fetos 
caprinos x 100  y -el porcentaje de sueros precalostrales positivos a la IFI de T. 
gondii de cada establecimiento.  
 6.1.6. Diagnóstico diferencial de N. caninum  
Como estudios complementarios, se realizó el diagnóstico diferencial de 
N. caninum. Los líquidos fetales, sueros precalostrales y sueros maternos fueron 
analizados para determinar anticuerpos anti-Ig G para N. caninum por IFI de 
acuerdo a lo descripto previamente (Unzaga et al., 2014) (Anexo 3). Las muestras 
de ADN de las placentas y tejidos fetales fueron analizadas mediante PCR 
convencional utilizando los primers específicos Np6+ y Np21+ procediendo como 
se describe previamente (Moré et al., 2008). Como controles se utilizó ADN de 
taquizoítos de la cepa NC-1 como control positivo, y el control de extracción y el 
NTC como controles negativos. 
6.2. Resultados 
Los establecimientos analizados presentaron la siguientes 
seroprevalencias de anticuerpos para T. gondii: E1: 100 %; E2: 76 %; E3: 20 % y 
E4: 20 %.  
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Del total de fetos analizados se obtuvieron 53 muestras de SNC, 52 pools 
de órganos y 44 líquidos pleurales/cardíacos. En uno de los fetos no se pudo 
analizar el cerebro y en dos de ellos los órganos, debido a que se encontraban 
parcialmente consumidos por predadores. Los líquidos fetales no se obtuvieron 
en siete fetos debido a que en cinco de ellos sólo se obtuvieron órganos y dos 
estaban momificados. Además, tres muestras de líquidos se descartaron debido 
a que eran de cabritos muertos los primeros días luego del nacimiento y ya 
habían calostrado. 
El 13 % (7/54) de los fetos analizados fueron positivos a T. gondii por 
métodos diagnósticos directos o indirectos. En uno de 44 (2,27 %) de los líquidos 
fetales se encontraron anticuerpos para T. gondii por IFI (título 20480). Mediante 
PCR se detectó T. gondii en el 13,2 % (7/53) de los SNC y en el 9,6 % (5/52) de los 
pools de órganos (Figuras 12 y 13). De los siete fetos positivos dos fueron abortos 
tardíos, tres fueron natimortos y dos murieron el primer día de vida. Ninguno de 
los fetos presentaba lesiones macroscópicas a la necropsia.  
A continuación se detallan los hallazgos de los siete fetos positivos (fetos 
1 a 7) de cuatro cabras: 
Los fetos 1, 2 y 3 eran trillizos y fueron remitidos desde E2. Uno era un 
natimorto (feto 1) y los otros dos muertos perinatales (fetos 2 y 3). Los tres 
fueron seronegativos para T. gondii, mientras que se encontró ADN de T. gondii 
en SNC, pools de órganos y pulmones de los tres y en corazón e hígado de uno 
sólo de ellos (feto 2). La caracterización molecular se realizó a partir del SNC del 
feto 2 y también se obtuvieron resultados para algunos marcadores moleculares 
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a partir del SNC del feto 1 y pulmones de los fetos 2 y 3. Los cerebros de los 
animales no se inocularon en ratones porque fueron enviados congelados. La 
madre presentó un título de 3200 para T. gondii al momento del parto y volvió a 
presentar el mismo título un mes después. Los estudios de histopatología fueron 
realizados en INTA BALCARCE, y se informó que los fetos presentaron neumonía 
y miocarditis no supurativas generalizadas leves, con infiltrados inflamatorio 
linfohistiocítico también en hígado, mientras que los cerebros no presentaron 
lesiones (Figura 14 A y B). 
El feto 4, natimorto proveniente del E2, resultó negativo a la serología 
fetal y fue positivo por PCR para T. gondii en el cerebro, siendo el resto de los 
órganos negativos. La madre que presentó un título de 200 al momento de 
abortar, no seroconvirtió en el segundo muestreo. Las muestras no se inocularon 
en ratones porque llegaron congeladas. No se realizó la histopatología de tejidos. 
Los fetos 5 y 6, mellizos provenientes del E1, de entre 19 y 21 semanas de 
gestación resultaron: feto 5, título 20480 para T. gondii y positivo por PCR en 
todos sus órganos (cerebro, pulmón, hígado, corazón y bazo), feto 6, positivo por 
PCR cerebro (único órgano obtenido). En este caso, también se obtuvo la 
placenta que presentó lesiones macroscópicas cotiledonarias características de la 
infección por T. gondii (Figura 15). Para realizar la caracterización molecular por 
nested PCR-RFLP se utilizó el SNC del feto 6 y la placenta, ya que fueron los 
órganos que evidenciaron mayor cantidad de ADN por PCR. Se pudo realizar la 
caracterización molecular completa sólo en la placenta. Los SNC de ambos fetos 
fueron inoculados en ratones siendo negativo el aislamiento del protozoo. Por 
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histopatología el feto 5 presentó neumonía intersticial no supurativa multifocal, 
hepatitis periportal mononuclear leve e infiltrado mononuclear intersticial 
multifocal en corazón (Figura 14 C y D). Se detectó placentitis no supurativa 
difusa moderada y necrosis en las vellosidades placentarias (Figura 16). La madre 
tuvo un título de 25600 para T. gondii al momento del parto, y no seroconvirtió 
al mes. 
El feto 7, natimorto del E1, dio negativo a la serología de líquido pleural y 
positivo por la prueba de PCR, encontrándose ADN de T. gondii en cerebro, 
pulmón, corazón y lengua. La placenta fue positiva por PCR. Se pudo 
genotipificar parcialmente la muestra de cerebro. El material no se inoculó 
debido a que la serología fetal fue negativa y por el estado avanzado de autólisis 
del feto. La madre presentó un título de 200 al parto y no seroconvirtió al mes. 
En la histopatología se observó neumonía intersticial no supurativa generalizada 
moderada y hepatitis periportal mononuclear leve; la placenta  presentó 
congestión generalizada. 
Los resultados de los distintos diagnósticos de los siete casos caprinos 

















Feto 1 a natimorto NEG POS SNC/pulmón 
1º:3200; 
2º:3200 
 Si * 
Feto 2 a perinatal NEG POS SNC/pulmón/corazón/hígado  Si 
Feto 3 a perinatal NEG POS SNC/pulmón  Si* 
Feto 4 natimorto NEG POS SNC 
1º: 200;  
2º: 200 
Si* 








       Feto 6 b tardío ND POS SNC  Si* 
       Feto 7 natimorto NEG POS SNC/pulmón/corazón/lengua 1º: 200;  
2º:200 
Si* 
ID: identificación. Genot.: genotipificación NEG: negativo POS: positivo ND: no disponible. SNC: 





mellizos. *= genotipificación parcial, por detalles ver tabla 17.  
 
El 17,6 % (6/34) de las placentas analizadas presentaron ADN de T. gondii. 
De ellas, tres se obtuvieron desde abortos: dos de fetos positivos a T. gondii 
(placenta 1= feto 7 y placenta 2= fetos 5 y 6) y la otra de un feto que fue negativo 
a T. gondii (placenta 3). La placenta 2 presentó focos blanquecinos calcificados 
en los cotiledones (Figura 15). Las otras tres placentas positivas se obtuvieron de 
partos normales (placentas 4, 5 y 6). Los resultados de los diferentes diagnósticos 
de T. gondii en las placentas antes mencionadas se detallan en la tabla 16. 
 









Placenta 1 NO aborto 200 Noa  
Placenta 2 SI  aborto 25600 Sí  
Placenta 3 NO aborto 200 Si* 
Placenta 4  NO parto normal 100 No 
Placenta 5 NO parto normal 100 Sí * 
Placenta 6 NO parto normal 100 No 
ID= identificación.
 a
= se genotipificó parcialmente desde tejidos fetales. *= genotipificación parcial, por 
detalles ver tabla 17. 
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 Figura 12. Resultados para PCR de distintos órganos fetales. 
 
  












Figura 14. Microfotografías de lesiones en distintos órganos fetales. 
 
Feto 2: A. miocarditis no supurativa difusa. B. neumonía no supurativa.  
Feto 5: C.hepatitis periportal mononuclear. D. neumonía no supurativa (H/E, X10). 
 
Figura 15. Imagen macroscópica de placenta 2. 
 







Figura 16. Microfotografía de placenta 2. 
 
  Placentitis no supurativa difusa (H/E 10X). 
 
Los resultados resumidos de las muestras genotipificadas por la técnica 
de nested PCR-RFLP de nueve marcadores se detallan en la tabla 17. Tres de las 
placentas positivas por PCR (1, 4 y 6) fueron negativas para los marcadores 
utilizados (Figura 17). 
 
Tabla 17. Genotipificación por nPCR-RFLP de las muestras positivas por PCR a  
T. gondii. 
Muestras SAG2 SAG3 BTUB GRA6 L358 C22-8 C29-2 PK1 APICO 
SNC Feto 1 - - - III - - - - - 
SNC Feto 2 III III III III I III II I III 
Pulmón Feto 2 - - - - - - II - - 
Pulmón Feto 3 - - - - - - II - - 
SNC Feto 4 III III III III - - - - - 
SNC Feto 6 - II II II - II II II II 
SNC Feto 7 - - - - - III I - - 
Placenta 2 (fetos 5 y 6) II II II II II II II II II 
Placenta 3 III III III III - - - - - 
Placenta 5 - - III III - - II - - 
I= alelo tipo I correspondiente al genotipo clonal RH. II= alelo tipo II correspondiente al genotipo 











No se realizó el aislamiento de T. gondii a partir de las muestras 
inoculadas de 11 de los fetos caprinos. Ninguno de los ratones inoculados 
presentó signos, no se observaron taquizoítos en los lavados peritoneales ni 
quistes en los exámenes en fresco de sus cerebros. La serología fue negativa para 
T. gondii. Las muestras de cerebro y órganos de los ratones fueron negativas por 
PCR. 
Los 42 sueros precalostrales evaluados fueron negativos a la prueba de IFI 
para T. gondii. El 85,7 % (36/42) de los cabritos muestreados eran nacidos de 
madres seropositivas (siete a títulos 100-200 y 29 a titulo ≥ 800). Además, uno de 
los cabritos de madres seropositivas era mellizo de un natimorto que también 
resultó negativo para T. gondii por serología y PCR.  
En los establecimientos donde se encontraron seroprevalencias altas (E1 
y E2) se detectaron casos de abortos asociados a la infección con T. gondii. En E1 
3/18 y en E2 4/25 fetos abortados fueron positivos a T. gondii por PCR en tejidos 
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y presentaron lesiones histopatológicas compatibles por infecciones con 
protozoos. 
En estos establecimientos no se pudieron detectar tasas de transmisión 
vertical a través de los sueros precalostrales. La tasa de transmisión vertical de T. 
gondii estimada por la presencia de abortos por establecimiento fue del 16,6 % 
(2/12) en el E1 y del 11,1 % (2/18) en el E2. En el E1 una cabra tuvo mellizos 
abortados positivos (fetos 5 y 6) y en el E2 una cabra tuvo trillizos que resultaron 
todos positivos (Feto 1 a 3). El valor estimado de transmisión vertical basada en 
la presencia del protozoo en tejidos fetales, en ambos establecimientos, fue del 
13,3% (4/30). 
De los 54 fetos analizados, dos de ellos resultaron positivos para N. 
caninum. Uno de los fetos positivos a N. caninum (Del E1 con seroprevalencia del 
20 %) era un natimorto y fue positivo por IFI (título 640, negativo a T. gondii) y 
por PCR en el SNC y corazón. La madre presentó anticuerpos para N. caninum 
con un título de 25600  y de 1600 para T. gondii al momento del aborto; al mes 
no se observó seroconversión. El otro feto (del E2 con seroprevalencia del 7 %) 
fue un aborto de 7 a 9 semanas de edad pero en este caso el líquido pleural 
resultó negativo a la serología para ambos parásitos, mientras que sus órganos: 
hígado, corazón y lengua resultaron positivos por PCR sólo para N. caninum. Su 
SNC no pudo ser analizado debido a que la cabeza había sido consumida por 
predadores. La madre fue seropositiva para N. caninum a título 3200 y a T. gondii 
con título 400. El SNC del feto del E1 y el pool de vísceras del feto del E2 se 
inocularon en ratones pero fueron negativos para el aislamiento. Además una 
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placenta obtenida de un parto normal del E1 presentó ADN de N. caninum por la 
técnica de PCR. A la histopatología presentó una placentitis no supurativa leve, 
con infiltrado inflamatorio mononuclear multifocal. 
6.3. Discusión 
La toxoplasmosis es considerada una de las causas de aborto más 
importantes en pequeños rumiantes (Dubey, 2010). En nuestro estudio la 
infección por T. gondii fue confirmada en el 13 % de los fetos analizados. En 
todos ellos se detectó ADN de este parásito en sus tejidos por PCR, 
principalmente en SNC y pulmón, y sólo uno presentó anticuerpos contra T. 
gondii en los líquidos fetales. Estos resultados son similares a los encontrados en 
Italia donde también se determinó que el 13 % de los fetos caprinos y el 18,1 % 
de los fetos ovinos analizados fueron positivos a T. gondii por la técnica de PCR 
(Masala et al., 2007). En España, Pereira-Bueno et al. (2004) encontraron un feto 
caprino positivo de siete analizados solo por PCR, mientras que diagnosticaron 
infección por T. gondii en el 23 % de los fetos ovinos por alguna de las técnicas 
utilizadas (serología fetal, histopatología y PCR). Moreno et al. (2012) 
encontraron lesiones histopatológicas compatibles con infecciones por 
protozoarios en el 23 % y ADN de T. gondii en el 3,8 % de los 26 fetos caprinos de 
distintas regiones de ese mismo país. 
 En los trabajos donde se estudiaron varios agentes infecciosos asociados 
a abortos caprinos en otros países, se hallaron valores de infección en fetos del 
15 al 17% coincidiendo con nuestros hallazgos (Chanton-Greutmann et al., 2002; 
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van Engelen et al., 2014). Por el contrario Moeller et al., (2001) y van den Brom 
et al., (2012) encontraron valores de infección en fetos menores al 6 %. 
En otros países se ha relacionado a T. gondii con brotes de abortos, 
principalmente en establecimientos con manejo semi-intensivo realizando el 
diagnóstico por serología, PCR, aislamiento y/o detección de lesiones 
microscópicas (Ahmed et al., 2008; Caldeira et al., 2011; Pescador et al., 2007; 
Silva Filho et al., 2008). Sin embargo, durante el período de desarrollo de esta 
tesis no se observó este tipo de problemática. 
En Argentina un estudio previo había determinado que el 36 % de los 
fetos analizados habían sido positivos para T. gondii por diferentes métodos de 
diagnóstico. La mayoría de los fetos presentaban anticuerpos específicos en sus 
líquidos pleurales (Unzaga et al., 2014). Estos resultados difieren de los 
obtenidos actualmente, posiblemente por la diversidad del origen de las 
muestras analizadas en ese estudio y a que provenían de establecimientos con 
antecedentes de abortos (Rossanigo et al., 2002; Venturini et al., 2000). 
Las diferencias de prevalencia en las infecciones fetales por T. gondii 
descriptas en la bibliografía pueden deberse a los distintos métodos de 
diagnóstico utilizados. En un estudio donde se analizaron 173 fetos ovinos por 
distintas técnicas diagnósticas, se determinó que la mayoría de los fetos positivos 
se diagnosticaron por métodos serológicos (28,3 %) en relación a los estudios 
histopatológicos (8,7 %) y a la técnica de PCR (6,9 %) (Pereira-Bueno et al., 2004). 
Tanto en este último trabajo como en el de Unzaga et al. (2014), se recalca la 
importancia de la serología fetal en el diagnóstico del aborto en cabras, ya sea a 
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partir de líquidos pleurales o de sangre de corazón, para detectar indirectamente 
la infección por T. gondii. Considerando que los anticuerpos maternos no 
atraviesan la placenta en los pequeños rumiantes, la presencia de anticuerpos en 
los fetos indicaría infección transplacentaria (Dubey, 2010; Munday y Mason, 
1979). Las pruebas serológicas que han sido utilizadas para detectar anticuerpos 
específicos en líquidos fetales han sido las pruebas de MAT, IFI y ELISA (Dubey, 
2010). En nuestro estudio utilizamos la prueba de IFI para el diagnóstico fetal 
debido a que es la prueba que se realiza de rutina para casos individuales. El 
único feto en el que se evidenciaron anticuerpos específicos fue un aborto de 
más de 130 días de gestación (feto 5) el cual presentó un título alto (título 
20480). Es importante determinar la edad gestacional para interpretar el 
diagnóstico serológico, debido a que se considera que los fetos caprinos son 
inmunocompetentes desde los 50 días de gestación (Duncanson et al., 2001; 
Tizard, 2009). En este trabajo, el 92,6 % de los fetos analizados tenía una edad 
gestacional mayor a los 60 días, por lo tanto, se consideraron 
inmunocompetentes. A pesar que realizamos la serología en diluciones de suero 
o líquidos fetales bajas (a partir de 1:10) como ha sido recomendado por otros 
autores (Pereira-Bueno et al. 2004; Unzaga et al. 2014), la mayoría de los fetos 
de este estudio resultaron seronegativos y sin embargo, en 7 se detectó ADN de 
T. gondii en tejidos. La explicación para ello, podría ser que estos animales 
habrían tenido una infección aguda, con niveles de Ig G aún no detectables o 
bien con Ig M, no detectada con el conjugado utilizado en la prueba de IFI (anti-Ig 
G). En estos casos la infección tendría que haber ocurrido en el último tercio de 
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la gestación, momento que se relaciona con el nacimiento de cabritos infectados, 
más que con abortos (Dubey, 2010). Por otro lado, en el único caso que se 
encontró un elevado título de anticuerpos, también se observaron lesiones 
calcificadas en los cotiledones, lo que indicaría una infección con un mayor 
tiempo de evolución. Por lo tanto, consideramos que para evitar la 
subestimación de la infección real en abortos por T. gondii sería importante 
realizar también una prueba de diagnóstico directo que confirme la infección 
como el aislamiento o PCR. 
El aislamiento de este parásito a partir de muestras de abortos permite 
confirmar la infección. Sin embargo, para que sea posible se requiere que los 
tejidos se encuentren en buen estado de conservación y que presenten un 
número apropiado de parásito vivos capaces de multiplicarse (de Oliveira et al., 
2018; Dubey, 2010; Unzaga et al., 2014). La detección de los abortos y 
recolección de material son limitantes para el diagnóstico, porque  la mayoría de 
las veces las muestras no son frescas y presentan grados variables de autólisis y 
contaminación ambiental. Sumado a estos factores, las condiciones de 
transporte y conservación (refrigeración-congelación) pueden condicionar el 
éxito del diagnóstico de laboratorio (Engeland et al., 1998).  
En este trabajo se inocularon para aislamiento 11 de los fetos recibidos (2 
de ellos con tejidos positivos a PCR) resultando todos negativos. El resto de los 
fetos recibidos no reunían las condiciones para realizar la inoculación en ratones.  
Este resultado, con material proveniente de los fetos positivos por PCR (Fetos 5 y 
6), consideramos que se debe a una baja viabilidad de los protozoos en tejidos. 
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Sobre la base de nuestros resultados, el aislamiento a partir de material de 
abortos tuvo una menor sensibilidad que las técnicas de diagnóstico molecular. 
Por eso, las técnicas de PCR, serían una herramienta útil para el diagnóstico de la 
toxoplasmosis congénita, permitiendo obtener resultados en forma más rápida 
que los aislamientos y permitirían la posibilidad del diagnóstico en los casos de 
fetos en estado avanzado de autólisis (Abu-Dalbouh et al., 2012; Caldeira et al., 
2011; de Oliveira et al., 2018; Duncanson et al., 2001; Hurtado et al. 2001, 
Masala et al., 2003; Pescador et al., 2007; Silva Filho et al., 2008). 
En relación a las muestras de tejido más adecuadas para el diagnóstico 
por PCR, Masala et al. (2003) encontraron que 6,4 % de los tejidos de 88 fetos 
caprinos analizados en Italia fueron positivos por PCR, siendo la placenta y el 
cerebro los tejidos con mayor frecuencia de detección. En nuestro trabajo se 
encontró ADN de T. gondii en todos los cerebros de los fetos positivos (7), 
indicando que las muestras de este órgano serían las ideales. Del total de las 
placentas procesadas en el presente estudio, el 17,6 % resultaron positivas por 
PCR. Otros estudios que analizaron placentas de caprinos detectaron resultados 
similares aunque utilizaron menor número de muestras (Masala et al., 2007; 
Unzaga et al., 2014). De las seis placentas positivas, dos fueron de casos de 
abortos con tejidos fetales positivos a T. gondii, 3 fueron de partos normales con 
sueros precalostrales negativos por IFI, y una fue de un aborto donde los tejidos 
fetales no evidenciaron la infección con T. gondii. Una de las placentas 
proveniente de aborto (placenta 2) presentó calcificaciones en cotiledones, los 
fetos fueron positivos por PCR y uno de ellos también por serología. La madre 
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presentó un título de IFI muy elevado. Este sería un caso de aborto “típico” de la 
toxoplasmosis caprina, que está frecuentemente asociada a necrosis y 
calcificación de los cotiledones fetales, que se visualizan en la inspección 
macroscópica como áreas blanco-amarillentas con áreas intercotiledonarias 
normales (Buxton y Losson, 2007; Dubey, 2010; Unzaga et al., 2014; van den 
Brom et al., 2012). En base a estos resultados, podemos sugerir que la presencia 
del protozoo en las placentas no siempre se asocia a infección fetal, aunque es 
útil como muestra complementaria en el diagnóstico de abortos, debido a que 
muchas veces presenta mayor carga parasitaria (Masala et al., 2003; van den 
Brom et al., 2012). Duncanson et al. (2001) encontraron T. gondii por PCR en el 
42 % de las placentas en partos normales de ovinos, demostrando que la 
presencia del parásito no siempre resulta en la muerte de las crías. 
La histopatología es otra técnica diagnóstica recomendada para 
evidenciar abortos asociados a la infección por protozoos en pequeños 
rumiantes (Ahmed et al., 2008; Chanton-Greutmann et al., 2002; Pereira-Bueno 
et al. 2004; van den Brom et al., 2012; van Engelen et al., 2014), aunque a veces 
es necesario complementar los hallazgos con técnicas de PCR o 
inmunohistoquímica para realizar el diagnóstico diferencial con otros protozoos 
que producen lesiones similares (Caldeira et al., 2011; Moreno et al., 2012). Las 
lesiones más frecuentemente encontradas en los fetos abortados y en los 
natimortos son hepatitis necrótica multifocal, miocarditis, neumonía intersticial y 
encefalitis no supurativa, lo que concuerda con la distribución de T. gondii en los 
tejidos luego de la transmisión transplacentaria (Caldeira et al., 2011; Duncanson 
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et al., 2001; Dubey et al., 1980; Dubey, 1981a, Munday y Mason, 1979; Nurse y 
Lenghaus, 1986; Pereira-Bueno et al. 2004; Pescador et al., 2007). En los fetos 
positivos de este estudio, no se encontraron lesiones consistentes en los 
cerebros, aunque sí se describieron lesiones en pulmón, corazón e hígado. Las 
muestras de cerebros de estos casos tenían importante grado de autólisis, lo que 
puede haber condicionado el resultado de la observación microscópica. De las 
dos placentas de fetos caprinos positivos donde se realizaron estudios 
histopatológicos, se encontraron lesiones con infiltrado inflamatorio 
mononuclear multifocal y necrosis en cotiledones en una (placenta 2), lo que 
concuerda con las lesiones macroscópicas observadas en la misma y con casos 
“típicos” de toxoplasmosis (Dubey, 1981c; Pereira-Bueno et al., 2004; van den 
Brome et al., 2012), mientras que en la otra sólo se encontró congestión 
generalizada.  
Las madres de los cabritos abortados con tejidos positivos a T. gondii 
presentaron títulos a T. gondii (≥ 200), pero ninguna presentó seroconversión al 
mes del aborto. La seroconversión de muestras pareadas provenientes de las 
hembras que abortaron se recomienda para evaluar la evolución de la infección y 
diferenciar infecciones agudas y crónicas, sin embargo, no siempre puede ser 
determinada (Borde et al., 2006; Ortega-Mora et al., 2007). En este estudio la 
transmisión de la infección a los fetos no se relacionó con seroconversión, lo que 
podría indicar que cabras con re-infecciones o reactivaciones no siempre 
evidenciarían cambios importantes en los niveles de anticuerpos circulantes. 
Sería importante procesar un mayor número de muestras para confirmar esta 
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hipótesis, sin embargo, y como se menciona en el capítulo de seroprevalencia, la 
seroconversión en caprinos pareciera ser poco frecuente en el período 
recomendado para la toma de muestras pareadas. Borde et al. (2006) tampoco 
observaron cambios en los títulos de la mayoría de las cabras que abortaron 
(79%) y en las no abortadas (54,5%) en un rebaño de Tobago, indicando que 1 
mes entre muestreos sería poco tiempo para detectar seroconversión. Estos 
autores consideran que la evidencia de la participación de T. gondii como agente 
causal de los abortos se puede inferir comparando los títulos de anticuerpos de 
las hembras que abortaron con las que no abortaron (Borde et al., 2006). 
Algunos trabajos sugieren que la ocurrencia de abortos epidémicos, asociados a 
títulos de anticuerpos para T. gondii ≥ 1024, podrían ser un indicador de que este 
parásito es el agente causal (Caldeira et al., 2011; Pescador et al., 2007; Silva 
Filho et al., 2008). En nuestro estudio no pudimos detectar una clara asociación 
entre el título de anticuerpos y las pérdidas reproductivas, debido a que fueron 
analizados un número relativamente bajo de casos confirmados y a que cabras 
sin pérdidas reproductivas presentaron títulos ≥800. Además, aunque la 
serología de las madres contribuye en el diagnóstico de las pérdidas 
reproductivas, se ha observado que los títulos altos de anticuerpos para T. gondii 
en cabras pueden mantenerse durante largo tiempo, independientemente de la 
presencia de signos (Dubey, 1981a). Por eso sería importante desarrollar pruebas 
inmunoserológicas que permitan determinar el grado de avidez de las 
inmunoglobulinas, para poder estimar con mayor precisión el momento de 
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infección y así mejorar el diagnóstico del aborto y transmisión vertical (Sager et 
al., 2003).  
Pocos estudios evaluaron la transmisión congénita de T. gondii en 
pequeños rumiantes, y menos aún utilizando muestras de sueros precalostrales 
(Dubey, 1981a; Dubey, 1981b, Dubey, 1982; Dubey, 1988; Dubey et al., 1985; 
Dubey et al., 1986; Hide et al., 2009; Misurová et al., 2009; Rodger et al., 2006; 
Williams et al., 2005). Estas muestras son difíciles de obtener y requieren que 
personal entrenado estén monitoreando los partos para asegurar su recolección 
antes de la ingesta de calostro. Todos los sueros precalostrales procesados en el 
marco de esta tesis fueron negativos por IFI, a pesar que el 85,7 % de los cabritos 
sangrados eran hijos de cabras seropositivas (la mayoría con títulos ≥800), por lo 
que no se pudo confirmar la transmisión vertical. Otro estudio en Bangladesh 
también determinó que la infección transplacentaria no es frecuente en cabras al 
estudiar 11 cabritos (sangrados antes de tomar calostro) de madres seropositivas 
para T. gondii (Rahman et al., 2015). Posiblemente, la trasmisión vertical ocurre 
en menor escala que lo sugerido en estudios previos (Dubey, 2010). Duncanson 
et al. (2001) evaluaron la transmisión congénita en un establecimiento de ovinos 
y determinaron una tasa del 61 %, al encontrar ADN del parásito en el 94 % de 
los fetos y en el 42 % de las placentas estudiadas. Sin embargo, no pudieron 
confirmar si las placentas positivas se correlacionaron con la infección fetal, ya 
que no evaluaron los sueros precalostrales.  
En nuestro estudio, al encontrar fetos positivos por técnicas moleculares 
pudimos confirmar que la transmisión transplacentaria de T. gondii ocurrió en el 
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13,3 % de las cabras con pérdidas reproductivas de dos establecimientos de la 
provincia de Buenos Aires con altas seroprevalencias. A diferencia de lo 
planteado al inicio de este estudio, no se detectaron cabritos infectados 
verticalmente asintomáticos, sino que todos los casos con evidencia de infección 
vertical de T. gondii fueron abortos, muertes neonatales o perinatales. 
Posiblemente, las variables genotípicas de los protozoos circulantes en Argentina 
sean más virulentas que las de países Europeos y de Norteamérica, generando 
infecciones incompatibles con la sobrevida fetal. En un estudio de infección 
experimental con una cepa virulenta de T. gondii (GT1) detectaron abortos en 11 
cabras y solo dos tuvieron cabritos infectados asintomáticos. 
La caracterización molecular de T. gondii en este trabajo se realizó por la 
técnica de nested PCR seguida con cortes con enzimas de restricción (RFLP-PCR), 
la que ha sido ampliamente utilizada para estudiar la población genética de este 
parásito (Howe and Sibley, 1995; Khan et al., 2006; Pena et al., 2008; Su et al., 
2006). En un principio, a través de esta técnica y utilizando cinco marcadores 
genéticos, Howe y Sibley (1995) analizaron 106 cepas de una variedad de 
hospedadores en América del Norte y en Europa, determinando tres linajes 
clonales de T. gondii (tipos I, II y III), concluyendo que predominaba el tipo II y 
que la diversidad de la población de T. gondii era limitada en determinadas 
regiones. Más tarde, diferentes estudios de genotipificación sobre aislamientos 
T. gondii en América del Sur revelaron una mayor variabilidad genética 
(Ajzenberg et al., 2004; Dubey y Su, 2009; Lehmann et al., 2006). En Brasil se 
analizaron 125 aislamientos de pollos, perros y gatos utilizando 10 marcadores 
143 
 
genéticos, encontrándose 48 diferentes genotipos siendo la mayoría distintas a 
las cepas "clonales” y no se encontraron cepas tipo II (Pena et al., 2008).  
La mayoría de los trabajos de genotipificación de T. gondii en caprinos se 
realizaron a partir de tejidos de animales destinados al consumo humano, 
determinándose también que los genotipos más frecuentes son de tipo II y III en 
Europa, Estados Unidos y África (Dubey et al., 2011; Gebremehin et al., 2014a, 
Paştiu et al., 2015). En Japón se caracterizaron 13 aislamientos con el marcador 
GRA6 desde músculos cefálicos de cabras, predominando los tipo I y II y en 
menor medida el  tipo III (Kyan et al., 2012) y en India se obtuvo un aislamiento 
de cabra caracterizado como tipo III con el marcador SAG3 (Satbidge et al., 
2017). En el suroeste de China también se encontró limitada diversidad genética 
de T. gondii en tejidos de cabras de matadero, con una mayor frecuencia del 
genotipo I (Miao et al., 2015). Por otro lado, en Brasil se demostró que 
predominan los genotipos atípicos en tejidos de cabras destinadas al consumo 
(Cavalcante et al., 2007; Clementino Andrade et al., 2013; Ragozo et al., 2010; 
Rêgo et al., 2017). Sin embargo, es escasa la información que existe de los 
genotipos de T. gondii involucrados en casos de abortos en cabras infectadas 
naturalmente en el mundo (de Oliveira et al., 2018; Silva Filho et al., 2008; 
Unzaga et al., 2014).  
En el presente estudio se analizaron muestras de ADN de tejidos de seis 
fetos y tres placentas que resultaron positivas a T. gondii por PCR. Se obtuvieron 
genotipificaciones completas en tejidos de dos de los casos de abortos (SNC de 
feto 2 y placenta 2), mientras que en el resto de las muestras se obtuvieron 
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genotipificaciones parciales. Esto podría deberse a una baja carga parasitaria en 
los tejidos, dado que se requieren altas concentraciones de ADN para lograr 
resultados satisfactorios (Ajzenberg et al., 2002; Su et al., 2006). En dos muestras 
(SNC feto 4 y placenta 3) se obtuvo una genotipificación parcial con alelos tipo III 
para los marcadores SAG3, nSAG2, BTUB y GRA6, lo que coincidiría con otros 
genotipos de T. gondii descriptos en Argentina y en particular de la provincia de 
Buenos Aires (Bernstein et al., 2018). Sin embargo, y como se ha expresado 
anteriormente, las comparaciones y definiciones genotípicas requieren 
genotipificaciones completas (Su et al., 2006). El genotipo hallado en muestras 
de los fetos 1 a 3 (trillizos) fue atípico, con la mayoría de los marcadores tipo III, 
con excepción de C29-2 (tipo II), L358 y PK1 (ambos tipo I). En otras muestras de 
Sudamérica y Argentina, fueron frecuentes los genotipos con predominio de 
alelos tipo III, sin embargo, la combinación alélica de T. gondii en éste caprino no 
había sido reportada previamente (Bernstein et al., 2018; Pena et al., 2008) ni se 
encuentra identificada como haplotipo en la base de datos moleculares de T. 
gondii (ToxoDB; http://toxodb.org/toxo/). Un genotipo parecido fue descripto a 
partir de un aborto de cabra de Argentina, identificado como atípico con la 
mayoría de los marcadores con alelos tipo III, con excepción de BTUB (tipo II) y 
L358 (tipo I) y fue registrado en la ToxoDB como haplotipo #284 (Bernstein et al., 
2018; Unzaga et al., 2014). Cavalcante et al. (2007) realizaron dos aislamientos 
atípicos con combinaciones alélicas I-III que presentaron diferente 
comportamiento biológico en modelo murino desde tejidos de cabras de Ceará, 
Brasil. Clementino Andrade et al. (2013) caracterizaron un aislamiento desde un 
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corazón caprino que también fue tipificado como atípico (III-I) y considerado 
virulento en modelo ratón. Ragozo et al. (2009) aislaron T. gondii de 12 de 26 
tejidos positivos de cabras de Brasil, y 10 de ellos fueron virulentos para los 
ratones. Rêgo et al. (2017) lograron nueve aislamientos caracterizados como 
atípicos desde corazones de 198 cabras, siendo todos avirulentos y uno de 
virulencia intermedia. En otras regiones, también se encontraron genotipos 
atípicos aunque en menor proporción. Además en Estados Unidos, si bien nueve 
y cuatro aislamientos de corazones de carnicerías de Maryland fueron clonales 
tipo II y tipo III respectivamente, el 55 % de los aislamientos presentaron 
genotipos atípicos (cuatro previamente reportados en otros animales y cinco 
genotipos nuevos), y demostraron que dos genotipos atípicos hallados con alelos 
tipo I y tipo III en la mayoría de los marcadores fueron muy virulentos para los 
ratones (Dubey et al., 2011). La mayor frecuencia de genotipos atípicos en 
América del Sur, se podría explicar en parte a una mayor tasa de recombinación 
genética en el intestino de los felinos (Herrmann et al., 2012). Los genotipos 
atípicos presentan una virulencia diferente y generalmente mayor a los 
genotipos clonales II y III (Pena et al., 2008). La importancia de las cepas atípicas 
está siendo estudiada en la actualidad, dado a que se han aislado de personas 
inmunocompetentes de distintos países, que presentaron signología grave, tanto 
en casos de toxoplasmosis adquirida (Demar et al., 2012; De Salvador-Gullouët et 
al., 2006) como en casos de toxoplasmosis congénita (Delhaes et al., 2010; Elbez-
Rubinstein et al., 2009). También diversos genotipos atípicos han sido descriptos 
por primera vez recientemente a partir de sangre de cordón y placenta de 
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mujeres seropositivas al parto en Argentina (Pardini et al., 2019). Es importante 
profundizar en los estudios moleculares y de comportamiento biológico de los 
aislados atípicos de T. gondii que circulan en Argentina, tanto en animales como 
en el hombre, con el fin de establecer su virulencia y relacionarlos 
epidemiológicamente para identificar posibles fuentes de infección (Pardini et 
al., 2016).  
El otro genotipo completo hallado en este trabajo presentó un patrón 
alélico tipo II con los marcadores utilizados. Este genotipo sería poco frecuente 
en Sudamérica, e incluso se ha postulado que corresponde a protozoos 
“importados”, probablemente de Europa (Bernstein et al., 2018; Rajendran et al., 
2012). En Argentina se detectaron genotipos con predominio de marcadores tipo 
II en animales y humanos en la provincia de Buenos Aires (Bernstein et al. 2018; 
Moré et al., 2010; Pardini et al., 2014). Este linaje clonal fue previamente 
identificados en casos de aborto en ovejas (Jungersen et al., 2002) y se describió 
por primera vez en tejidos de cabras sacrificadas para el consumo humano en los 
Estados Unidos (Dubey et al., 2011) y más tarde también en Rumania a partir de 
dos aislamientos de T. gondii provenientes de diafragmas de cabritos (Paştiu et 
al., 2015). Este genotipo de T. gondii es el que predomina en infecciones de 
humanos y animales de Europa y es considerado de baja virulencia (Ajzenberg et 
al., 2002; Halos et al., 2010; Herrmann et al., 2010). Recientemente se realizó el 
primer aislamiento y la primera descripción del linaje clonal tipo II de T. gondii en 
un brote de aborto de cabras del noreste de Brasil (de Oliveira et al., 2018). En 
este último trabajo se determinó que el aislamiento presentó una virulencia 
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intermedia para el modelo de ratón. En nuestro estudio, este genotipo se 
relacionó con un caso típico de aborto caprino, con calcificaciones y necrosis de 
cotiledones y lesiones fetales. A pesar que los fetos (mellizos fetos 5 y 6) 
resultaron positivos por PCR en tejidos, la genotipificación completa solo se logró 
desde la placenta. Este dato, sumado a las lesiones placentarias, podría sugerir 
que la concentración parasitaria en cotiledones y la inflamación consecuente 
podrían ser causales de la insuficiencia placentaria y la muerte de los cabritos. Es 
interesante realizar el estudio de las placentas en el diagnóstico del aborto, para 
aportar al conocimiento de la transmisión vertical de T. gondii. 
En este trabajo también se determinó que la infección por N. caninum 
ocurrió en el 3,7 % de los fetos analizados (2/54). Este dato es menor al 
reportado previamente en Argentina donde se había informado que N. caninum 
había participado en el 20 % de los abortos, de los que también tres  fetos eran 
positivos a T. gondii (Unzaga et al., 2014). Sin embargo, Unzaga et al. (2014) 
diagnosticaron los abortos por N. caninum sólo por serología fetal, mientras que 
en este trabajo de tesis se pudo arribar al diagnóstico por PCR así como evaluar 
las lesiones histopatológicas asociadas a la infección. Masala et al. (2007) 
reportaron que el 8,6 % (2/23) de los fetos caprinos analizados en Italia se 
detectó ADN de N. caninum, y que en uno de ellos además se identificó ADN de 
T. gondii. Moreno et al. (2012) encontraron ADN de N. caninum en el 11,5 % de 
cerebros fetales caprinos en España, dos de los cuales estaban asociados a 
lesiones características de infecciones por protozoarios. En Estados Unidos 
Moeller et al. (2001) hallaron una menor proporción de abortos caprinos (0,9 %) 
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por N. caninum. En relación a la coinfección, en este estudio no se hallaron  
abortos positivos por PCR para ambos parásitos, aunque las madres de los dos 
fetos abortados por N. caninum presentaron también serología positiva para T. 
gondii. Estos resultados sugieren que N. caninum también podría ser una 
potencial causa de aborto en cabras de Argentina, sin embargo es necesario 
realizar más estudios para determinar la posible sinergia de estos parásitos. 
Además de T. gondii y de N. caninum, otros agentes infecciosos que no fueron 
investigados, pueden haber estado involucrados en los abortos que se analizaron 
en este trabajo. De hecho, varios autores indican que otros agentes infecciosos 
están implicados con distinta frecuencia en abortos caprinos en distintos países 
(Engeland et al., 1998; Masala et al., 2007; Moeller, 2001; van den Brom et al., 
2012), y también es frecuente que otras causas de tipo no infeccioso puedan 
originar abortos en las cabras (Bisias et al. 2010; Hässig, 2007; Mellado y Pastor, 
2006; van den Brom et al., 2012). Además en muchos casos no se logra llegar a 
un diagnóstico certero de los mismos (Moeller, 2001). Por eso, considerando los 
resultados obtenidos de un 13 % de fetos positivos a T. gondii, este agente sería 
uno de los principales causales de abortos infecciosos en cabras de la provincia 
de Buenos Aires.  
Los resultados de este capítulo permiten establecer que es necesario que 
T. gondii sea considerado entre los diagnósticos diferenciales en el estudio de 
abortos en los rebaños caprinos del país. Además aporta información sobre la 
nuevos genotipos de T. gondii que infectan a los animales de nuestra región y 
que producen alteraciones reproductivas.  
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Sería importante realizar estudios adicionales para identificar los 
genotipos de T. gondii presentes en otras regiones de nuestro país, como así 
también profundizar el conocimiento más sobre el comportamiento biológico, la 





Los resultados de este estudio confirman que la infección por T. gondii es 
frecuente en caprinos de Argentina, debido a que se detectaron anticuerpos en 
un 39 % de las cabras, distribuidas en el 76,1 % de los establecimientos. La 
mayoría de las cabras seropositivas presentaron títulos 100 a IFI, que estarían 
relacionados con infecciones crónicas.  
Los valores de seroprevalencia presentaron diferencias significativas entre las 
regiones estudiadas, lo que estaría vinculado a los  tipos de manejo, las 
condiciones climáticas variables y las características geográficas.  
Los establecimientos lecheros, con manejo semi-intensivo/intensivo, 
presentaron las mayores seroprevalencias y las cabras con títulos de anticuerpos 
más elevados. Esto podría deberse a la reinfección, por contactos reiterados con 
agua y alimentos contaminados con ooquistes. 
El ELISA P30 presentó una muy buena sensibilidad (96 %) y especificidad (98 %) 
utilizando un índice o valor de corte validado en nuestro país. Esta prueba sería 
una herramienta útil para el diagnóstico de rutina de la toxoplasmosis caprina en 
Argentina. 
La transmisión vertical de T. gondii, manifestada por el nacimiento de cabritos 
asintomáticos, tendría una limitada participación en el mantenimiento de la 
infección en hatos caprinos con alta seroprevalencia. Por consiguiente, la 
transmisión horizontal por la ingesta de ooquistes en el agua y alimento sería la 
principal forma de infección en las cabras.  
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Toxoplasma gondii participaría en el 13 % de los abortos caprinos. En 
establecimientos con seroprevalencias altas la transmisión vertical se manifiestó 
con abortos, muertes neonatales o perinatales y se detectó por métodos directos 
(PCR) en tejidos fetales. El SNC fetal y la placenta fueron los tejidos con mayor 
carga parasitaria. 
Los genotipos de T. gondii que afectaron caprinos en Argentina fueron en su 
mayoría atípicos, con predominio de marcadores tipo III, y se relacionaron con 
los genotipos detectados en otros hospedadores de la misma región. En la 
provincia de Buenos Aires fue factible detectar el genotipo II asociado a abortos 
en caprinos. 
Teniendo en cuenta que los sistemas de producción semi-intensivos/intensivos 
en nuestro país se dedican principalmente a la producción de leche y sus 
derivados, se recomienda tomar medidas para reducir la infección horizontal de 
los caprinos. Para eso se debería controlar la población de gatos,  limitar su 
acceso a los lugares de almacenamiento de comida, a los bebederos/comederos, 
y no alimentarlos con los restos de faena.  
La alta seroprevalencia de T.gondii encontrada en la mayoría de nuestros 
rebaños indicaría una amplia distribución de los ooquistes en el medio ambiente, 
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ANEXOS DE TÉCNICAS  
Anexo 1: Cultivo de T.  gondii en células VERO  
Soluciones y reactivos utilizados: 
Medio RPMI 1640 con glutamina (PAA Laboratories, Austria, Nº catálogo: E15-
840); Suero fetal bovino (SFB) (PAA Laboratories, Austria, Nº catálogo: A15-042); 
Tripsina-EDTA (10x) (PAA Laboratories, Austria, Nº catálogo: L11-003); Solución 
antibiótico-antimicótico (100x) (PAA Laboratories, Austria, Nº catálogo P11); 
Solución buffer de fosfatos (PBS). 
Solución buffer de fosfatos (PBS) 
Solución madre: 
40 g Cloruro de sodio (NaCl) 
1 g Cloruro de potasio (KCl) 
5,75 g Fosfato disódico (Na2HPO4) 
1 g Fosfato de potasio (KH2PO4) 
Completar con agua destilada hasta 500 ml 
Para la solución de trabajo (1x) se utiliza la solución madre diluida 1:10 en agua 








1. Las células VERO (células de riñón de mono verde africano) se cultivan en 
botellas de 25 cm3 (CELLSTAR, Greiner Bio One International GmbH Nº 
catálogo: 690170) con 5 ml de medio RPMI 1640 con glutamina, 
suplementado con 10 % de suero fetal bovino (SFB) para crecimiento o 3 
% SFB para mantenimiento, con 1 % de solución de antibióticos 
(penicilina-estreptomicina) y antimicóticos (anfotericina B) comerciales.  
2. Una vez observada la formación de una monocapa, se descarta el medio 
de la botella y se agrega PBS pH 7,2 estéril y se enjuaga, luego se elimina 
el PBS. 
3. Se agrega 2,7 ml de PBS y 0,3 ml de Tripsina-EDTA sol. 10x (5 g de 
tripsina/l 1:250, 2g EDTA/l) y  se incuba a 37º C 30 min. 
4. Una vez desprendidas las células se completa hasta 5 ml con RPMI. 
5. Se Coloca 1 ml de esa suspensión en cada nueva botella de cultivo con 5 
ml de medio con 10 % de SFB colocado previamente.  
6. Se incubar a 37º bajo una atmósfera con 5 % de CO2. 
7. Las células se multiplican una vez por semana. En dos a cinco días puede 
estar formada la monocapa. 
8. Los cultivos se infectan luego de que está formada la monocapa (5-7 
días). Se inoculan las botellas con 0,2 ml del sobrenadante de una botella 
previamente infectada con la cepa de referencia RH mantenida en el 
Laboratorio de Inmunoparasitología, FCV, UNLP. 
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Anexo 2: Preparación de antígeno para la prueba de Inmunofluorescencia 
Indirecta  
Procedimiento: 
1. Se colecta en un tubo de centrífuga el sobrenadante de una botella 
infectada donde se observa que los taquizoítos han roto el 80 % de la 
monocapa celular. La monocapa se levanta con un raspador estéril 
(Greiner Bio One International GmbH). 
2. Se centrifuga a 3000 rpm durante 10 minutos. 
3. Se descartar el sobrenadante y se resuspende en 5 ml de PBS. Se 
vuelve a centrifugar. Se repite este último paso tres veces. 
4. Los taquizoítos se inactivan con 1 % de formol durante 15 minutos. Se 
lava con PBS tres veces, centrifugando y resuspendiendo el pellet 
cada vez a 3000 rpm durante 10 minutos. 
5. Se cuentan los taquizoítos obtenidos en una cámara de Neubauer y se 




6. Se colocan 10 l de la suspensión en cada pocillo del portaobjetos de 
15 áreas (MP Biomedicals, Santa Ana, EE.UU) y se deja secar a 
temperatura ambiente. 




Anexo 3: Prueba de Inmunofluorescencia Indirecta  
Soluciones utilizadas: 
Solución buffer de fosfatos (PBS) (Anexo 1) 
Solución buffer de carbonatos  
Solución madre:  
11,4 g Carbonato de sodio (Na2CO3) 
33,6 g Bicarbonato de sodio (NaHCO3) 
8,5 g  Cloruro de sodio (NaCl)  
Completar con agua destilada hasta 500 ml 
Para la solución de trabajo (1x) se utiliza la solución madre diluida 1:4 en agua 
destilada. El pH final es de 9. 
Líquido de montaje (glicerina al 10 %) para T. gondii 
Se preparan 10 ml de la solución: 
9 ml de PBS (1x) 
1 ml de Glicerina 
Líquido de montaje (glicerina al 50 %) para N. caninum 
Se preparan 10 ml de la solución: 
5 ml de carbonato (1x) 
5 ml de Glicerina 
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Conjugado: Conjugado anti-Ig G de cabra FITC (Sigma-Aldrich, St. Louis, EE.UU, 
Nº de Catálogo: F7367).  
Procedimiento:  
1. Se dejan secar los portaobjetos con el antígeno a temperatura ambiente. 
2. Se realiza la dilución de los sueros problemas y los sueros controles 
positivos y negativos en PBS 1x en placas de 96 pocillos con fondo en U. 
Para ellos se colocan 100 μl de PBS 1x en todos los pocillos excepto en el 
primero en el que se colocan 192 μl de PBS. Luego se colocan 8 μl de 
suero en el primer pocillo (para obtener la dilución inicial de 1:25) y se 
hacen las diluciones pasando 100 μl desde el primer pocillo en adelante 
(en base 2 hasta dilución final). Para los sueros/líquidos fetales en el 
primer pocillo se diluyen 20 μl del suero en 180 μl de PBS (para obtener la 
dilución inicial de 1:10). 
3.  Se colocan las diluciones de los sueros problemas y de los controles en 
los portaobjetos. 
4. Se incuba el antígeno con los sueros a 37ºC durante 30 minutos en 
cámara húmeda. 
5. Luego se realiza el lavado con PBS 1x 3 veces: 10 minutos, 5 minutos y 3 
minutos, en agitador, cambiando la solución cada vez. Para la IFI de N. 
caninum se lava con carbonato 1x. 
6. Se incuba con el conjugado anti-Ig G de cabra marcado con fluoresceína 
por 30 minutos a 37º C, en cámara húmeda. 
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7. Se repiten los lavados con PBS 1x 3 veces: 10 minutos, 5 minutos y 3 
minutos, en agitador, cambiando la solución cada vez. Para la IFI de N. 
caninum se lava con carbonato 1x. 
8. Se monta con glicerina al 10 % en buffer de PBS para la IFI de T. gondii y 
con glicerina al 50 % en buffer de carbonato para la IFI de N. caninum. 
9. Se observa con microscopio de epifluorescencia con los objetivos de 20 y 
40x (Leica, Wetzlar, Alemania) en cuarto oscuro.  
Para cada rutina se usó como control positivo suero de cabras infectadas 
naturalmente y como control negativo sueros precalostrales. Se consideró como 
resultado positivo cuando se observó fluorescencia completa en toda la 
superficie de los taquizoítos. 
Anexo 4: Elaboración de geles de poliacrilamida SDS-PAGE (12,5 %) 
Soluciones utilizadas: 
Solución A: Buffer Tris-HCl 0,5 M (buffer para gel concentrador o de siembra) 
6,06 g Tris (hydroxymethyl)-aminometanol 
4 ml 10 % SDS  
Completar con agua destilada hasta 100 ml 
La solución debe tener un pH de 6,8 (Ajustar el pH con HCl 1M). Se guarda en 
frasco color caramelo en heladera. 
Solución B: Buffer Tris-HCl 1,5M (buffer para gel separador o de corrida) 
18,17 g tris (hydroxymethyl)-aminometanol 
4 ml 10 % SDS 
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Completar con agua destilada hasta 100 ml 
La solución debe tener un pH de 8,8 (Ajustar el pH con HCl 1M). Se guarda en 
frasco color caramelo en heladera. 
Solución C: Solución stock de acrilamida 
30 g acrilamida 
0,8 g N,N‘-methylen-bis (acrilamida) 
Completar con agua destilada hasta 100 ml 
Preparar en vaso de precipitado, agitar hasta disolución y guardar en frasco color 
caramelo, protegido de la luz (envuelto con papel aluminio) en heladera. Utilizar 
con cuidado debido a la neurotoxicidad de los compuestos. 
SDS al 10 % 
Disolver 5 g de SDS (dodecilsulfato sódico) en un volumen total de 50 ml de agua 
destilada en vaso de precipitado o Erlenmeyer en agitación. Guardar en frasco 
color caramelo a temperatura ambiente. 
Amonio persulfato (APS) 30 % 
Nº de catálogo: 161-0754 (Biorad, California, EE.UU) preparado en agua 
 destilada.  
Se guarda en alícuotas a -20ºC. 
N,N,N',N'-tetramethylethylenediamine (TEMED) 
Nº de catálogo: 161-0800 (Biorad, California, EE.UU).  
Se guarda a temperatura ambiente protegido de la luz. 
Buffer de electroforesis (5x) (buffer de corrida) 
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15,2 g tris (hydroxymethyl)-aminometanol 
72,1 g glicina 
5 g SDS  
Completar con agua destilada hasta 1000 ml 
Se guarda en frasco color caramelo en heladera. La solución de trabajo se 
prepara al 1x en agua destilada. 
 
Se utilizan las siguientes cantidades de soluciones suficientes para elaborar 2 
minigeles de 60mm x 70 mm x 1 mm cada uno: 
1. Mezcla de soluciones para gel de corrida: 
a. Solución B: 2,5 ml 
b. Solución C: 4,2 ml 
c. Agua destilada: 3,3 ml 
d. TEMED: 10 µl 
e. APS al 30 %: 50 µl 
 
2. Mezcla de soluciones para gel de siembra: 
a. Solución A: 1,5 ml 
b. Solución C: 0,7 ml 
c. Agua destilada: 3,6 ml 
d. TEMED: 5 µl 





1. Se arman las placas de vidrio de la cuba electroforética vertical 
(ENDURO™ Vertical PAGE System, Labnet International, Inc., Nueva 
York, EE.UU) y se llenan con agua destilada hasta el momento del 
armado de los geles. 
2. Se mezclan las soluciones correspondientes al gel de corrida (1) en el 
orden indicado anteriormente en un vaso de precipitado de vidrio. 
3. Se descarta el agua destilada de la cuba y se procede a cargar 
rápidamente la solución del gel de corrida entre los vidrios hasta 
completar ¾ de la cuba. Se completa el resto con agua destilada para 
evitar la formación de burbujas y nivelar el borde del gel.  
4. Se deja polimerizar durante 30 minutos a temperatura ambiente con 
luz directa para favorecer la polimerización. 
5. Se mezclan las soluciones correspondientes al gel de siembra (2) en el 
orden indicado anteriormente en un vaso de precipitado de vidrio. 
6. Se descarta el agua destilada de la parte superior de la cuba por 
inversión y se carga la solución del gel de siembra hasta el tope de la 
cuba. 
7. Se coloca el peine con cuidado de no formar burbujas (con una calle 
de 3 mm de ancho para sembrar el marcador de peso molecular y una 




8. Se deja polimerizar durante 30 minutos a temperatura ambiente con 
luz directa. 
9. Se retira el peine y se limpian los restos de gel presentes en las calles 
con papel secante. 
10. Se colocan las placas de vidrio con los geles en el aparato de 
electroforesis y se llena con buffer de electroforesis 1x. Llevar a 
heladera overnight. 
Anexo 5: Elaboración y siembra del antígeno para la prueba de Immunoblot 
Soluciones utilizadas: 
Buffer de muestra no reducido (5x) 
3,75 g tris (hydroxymethyl)-aminometanol 
10 g SDS 
35 ml glicerina 
25 mg azul de bromofenol 
Completar con agua destilada hasta 100 ml 
La solución debe tener un pH de 8,8 (Ajustar el pH con HCl 1M). Se guarda en 
alícuotas en tubos de 15 ml en freezer. La alícuota en uso se mantiene a 
temperatura ambiente. 
Marcador de peso molecular 
Se utilizó el marcador Prestainded SDS-PAGE Standard, low range (Biorad, 
California, EE.UU, Nº de catálogo: 161-0305). Se mantiene guardado en alícuotas 




1. Se obtienen taquizoítos de cepas RH de T. gondii proveniente de 
cultivos celulares. 
2. Se pasan por filtros de PVDF de 5 μ (Merck Millipore, Darmstadt, 
Alemania). 
3. Se cuentan los taquizoítos en cámara de Neubauer para 
determinar la concentración y se coloca todo el contenido en un 
tubo de 15 ml. 
4. Se centrifugan a 3000 rpm por 10 minutos y se descarta el 
sobrenadante. Se resuspende el pellet en 1 ml de PBS 1x estéril y 
se pasa a un eppendorf de 1,5 ml. 
5. Se centrifuga nuevamente a 3000 rpm por 10 minutos y se 
descarta el sobrenadante. 
6. Se dejar secan los pellets al aire debajo del flujo laminar.  
7. Se arma un stock de pellets que se conservan así hasta su uso a -
20ºC. 
8. Al momento del uso, se descongela el pellet de taquizoítos a 
temperatura ambiente y se resuspende en agua destilada (150 µl 
de agua destilada para 2x107 taquizoítos totales por membrana a 
realizar). 
9. El eppendorf con la solución de taquizoítos se coloca en un vaso 
de precipitado con hielo y se somete a sonicado con un sonicador 
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(Omni Sonic Ruptor International, Kennesaw, EE.UU, Código: 
OR250-220) realizando 50 ciclos de 1 minuto cada uno 3 veces. 
10. Se observa una gota del sonicado al microscopio óptico para 
confirmar la ruptura de los parásitos. 
11. Se toma la cantidad necesaria de volumen de de acuerdo al 
número de membranas que se vayan a realizar (150 
µl/membrana) y se vuelve a congelar el sobrante. 
12. Se agrega 50 µl de Buffer de muestra (5x) a la suspensión de 
taquizoítos sonicados y se lleva a baño seco a 95ºC por 5 minutos 
junto al marcador de peso molecular. 
13. Se siembra en el gel: 10 µl del marcador de peso molecular en la 
calle chica y 200 µl del antígeno en el buffer de siembra en la calle 
continua. 
14. Correr el gel a 150 voltios y una potencia de 75 mA durante 1 hora 
y 30 minutos. 
Anexo 6: Inmunotransferencia del antígeno de Immunoblot 
Soluciones utilizadas: 
Buffer de transferencia (buffer aniónico) 
 3,03 g tris (hydroxyl-methyl)aminomethanol 
200 ml methanol 




Se utiliza el comercial. 
Solución de Tinta china 
500 ml de PBS (1X)- 0,05 % Tween20  
0,5 ml de tinta china (marca PELIKAN FOUNT INDIA, Alemania)  
5 ml de ácido acético (CH3-COOH) (M= 60.05 g/ mol) 
El ácido acético debe incorporarse al final. Conservar en frasco color caramelo a 
temperatura ambiente. Agitar antes de usar. 
Solución de bloqueo  
PBS (1x)- 0,05 % Tween20 
2 % de gelatina de pescado (Sigma-Aldrich, St. Louis, EE.UU, Nº de catálogo 
G7765) 
Procedimiento: 
1. Se cortan papeles de filtro de 10 x 7,5 cm (Filtros Gel Blot Paper 15 
cm x 20 cm, Nº de catálogo: GB003) y membranas de PVDF 7,5 x 8,5 
cm (Millipore Immobilon-P Membrane, Billerica, EE.UU, Nº de 
catálogo: IPVH00010) (de acuerdo al tamaño del gel). 
2. Se sumergen 6 filtros por membrana en una placa con buffer de 
transferencia. 
3. Se coloca la membrana en una placa con metanol puro para activarla, 
luego se lava con agua destilada y por último se sumerge en una placa 
con buffer de transferencia. 
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4. Colocar 3 filtros embebidos en el piso del aparato de transferencia 
(transbloteador semiseco), por encima se coloca la membrana y por 
último el gel. 
5. Por último colocar 3 filtros más embebidos en buffer y quitar las 
burbujas. 
6. Realizar la transferencia a una potencia de 50 mA y 120 voltios 
durante 1 hora y 30 minutos. 
7. Luego de la corrida, cortar el extremo de la membrana donde se ubica 
el marcador de peso molecular y guardarlo a -20ºC. También se 
recortan ambos extremos de la membrana y se colocan en una placa 
en agitación con la solución de tinta china hasta su tinción para 
corroborar que la transferencia de las proteínas ha sido correcta y 
que toda la membrana presenta antígeno. 
8. La membrana se coloca en solución de bloqueo por 30 minutos y 
posteriormente se deja secar sobre papel secante en flujo laminar.  
9. Se guarda hasta su uso a -20ºC envuelta en papel de aluminio junto a 
su respectivo peso molecular. 
Anexo 7: Prueba de Immunoblot 
 Soluciones utilizadas: 
Solución de bloqueo  
PBS 1x- 0,05 % Tween20 
2% de gelatina de pescado (Sigma-Aldrich, St. Louis, EE.UU Nº de catálogo G7765)   
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La gelatina de pescado se guarda en heladera. Sacar al momento de la 
preparación hasta que alcance la temperatura ambiente. Mezclar 100 ml de PBS 
1x con 50 µl de Tween 20 y 2 ml de gelatina de pescado. En agitador hasta 
disolución completa.  
Solución de lavado 
PBS 1x- 0,05 % Tween20 
Preparar 100 ml de PBS 1x con 50 µl de Tween 20. Mezclar por inversión. 
Conjugado  
Conjugado anti- Ig G de cabra con peroxidasa (Sigma-Aldrich, St. Louis, EE.UU, Nº 
de catálogo: A8919) diluido 1:1000 en PBS 1x. 
Solución de revelado (sustrato) 
30 mg 4-chloro-1-naphthol (Sigma-Aldrich, St. Louis, EE.UU, Nº de catálogo: 6788) 
10 ml metanol 
30 ml PBS 1x 
40 μl 30% H2O2 
Se diluye la pastilla de cloronaftol en 10 ml de metanol y se guarda en heladera. 
Al momento del uso, se toma el volumen necesario según la cantidad de 
muestras a procesar manteniendo la relación: 1 ml de cloronaftol en metanol- 3 
ml de PBS 1x - 4 μl de H2O2. El PBS que se utiliza debe mantenerse en heladera 
para que al momento de mezclarse se encuentre frío. El agua oxigenada se 




1. Se descongela la membrana del antígeno y se cortar en tiras de 
aproximadamente 3-4 mm de ancho (con mini-guillotina) y se 
numeran según la cantidad de sueros a realizar. Cortar además una 
tira para el control positivo y otra tira para el control negativo. Las 
tiras se colocan en un dispositivo de acrílico con múltiples pocillos.  
2. Se incuban las tiras con 500 µl por pocillo de solución de bloqueo 
durante 30 minutos a temperatura ambiente y en agitación. 
3. Se descarta la solución de bloqueo. 
4. Se coloca 495 µl de solución de bloqueo sobre las tiras y se agrega 5 µl 
de los sueros problemas y controles para lograr la dilución 1:100. 
5. Se incuba por una hora a temperatura ambiente y en agitación. 
6. Se descartan los sueros y se lavan las tirar 5 veces con solución de 
lavado por 2 minutos cada lavado. 
7. Se coloca 500 µl del conjugado diluido 1:100 en PBS 1x sobre cada tira 
y se incuba por una hora a temperatura ambiente y en agitación.  
8. Se descarta el conjugado y se lavan las tiras 3 veces con solución de 
lavado y 2 veces más con PBS 1x por 2 minutos cada lavado. 
9. Se incuba con 500 µl de solución de revelado sobre cada tira por 20 




10. Se descarta la solución de revelado (en descartador especial para 
líquidos tóxicos) y se detiene la reacción con agua destilada dejándola 
por 2 minutos en agitación sobre las tiras. 
11. Se sacan las tiras y se colocan sobre papel secante protegidas de la luz 
hasta que estén secas y se puedan observar las bandas.  
Anexo 8: Prueba de ELISA-TgSAG1 (P30) 
Soluciones utilizadas: 
Solución A: Solución de pegado 
0,1 M bicarbonato de sodio 
Se preparan 0,125 g de NaHC03 en 15 ml de agua destilada. La solución debe 
tener un pH de 8,3 (de ser necesario ajustar con ácido clorhídrico 1M). 
Solución B: Solución de lavado 
PBS 1x- 0,05% Tween 20 
Preparar 500 ml de PBS 1x y agregar 250 µl de Tween 20. Mezclar por inversión. 
Solución C: Solución de bloqueo (buffer de dilución de muestra) 
PBS 1x- 0,05 % Tween 20 con 20 % de suero equino 
Tomar 34 ml de la solución de lavado y agregarle 6,8 ml de suero equino. 
Solución D: Buffer de sustrato 
0,19 g sodio acetato (C2H3NaO2) 
0,5 g de ácido cítrico (C6H8O7) 
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12 ml agua destilada 
Disolver en vaso de precipitado. Al momento de usar agregar 120 μl de TMB 
(3,3´,5,5´-tetrametilbencidina) y 2 μl de peróxido de hidrógeno (H2O2).  
Solución E: Solución STOP 
Acido sulfúrico 4N 
Mezclar 0,5 ml de ácido sulfúrico con 9,5 ml de agua destilada en tubo de vidrio. 
Conjugado 
Conjugado Anti-Ig G de cabra con peroxidasa (Sigma-Aldrich, St. Louis, EE.UU, Nº 
de catálogo: A8919) diluido 1:4000 en PBS 1x- 0,05 % Tween 20 con 1 % de suero 
equino. Tomar 12 ml de la solución de lavado y agregar 120 µl de suero equino y 
3 µl del conjugado. Preparar en tubo de vidrio. 
Procedimiento: 
1. Se realiza la dilución de la proteína p30 1:200 en la solución de 
pegado en un tubo de vidrio (75 µl de proteína en 15 ml de solución). 
2. Se sensibilizan las placas de ELISA de 96 pocillos (Polysorp-Immunon-
Nunc, Thermo Fisher Scientific, Waltham, EE.UU) con 120 µl/pocillo 
de la proteína p30 diluida (concentración de 12ng/pocillo).  
3. Se incuba la placa tapada por 1 hora a 37ºC. 
4. Se descarta el exceso y se procede a realizar 3 lavados colocando 300 
µl de la solución de lavado/pocillo cada vez, sacudiendo fuerte cada 
vez que se descarta el líquido. 
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5. Se colocan 100 µl/pocillo de la solución de bloqueo y se incuba la 
placa tapada por 30 minutos a 37ºC.  
6. Se diluyen los sueros caprinos problemas y los controles 1:100 en 
solución de bloqueo en eppendorf de 0,5 ml rotulados (5 µl de suero 
en 495 µl de la solución). 
7. Posteriormente se vacian los pocillos de la placa de ELISA y se agrega 
100 µl de los sueros problemas y los controles en los pocillos por 
duplicado. En el pocillo del blanco colocar 100 µl de la solución de 
bloqueo. Se incuba por 30 minutos a 37ºC. 
8. Se lava 3 veces con 300 µl/pocillo de solución de lavado cada vez, 
sacudiendo fuerte cada vez que se descarta el líquido. 
9. Se agregan 100 µl/pocillo del conjugado diluido 1:4000 y se incuba 30 
minutos a 37ºC. 
10. Se lava 3 veces con 300 µl/pocillo de solución de lavado cada vez y se 
realizan 2 lavados más con 300 µl/pocillo de agua destilada, 
sacudiendo fuerte cada vez que se descarta el líquido.  
11. Se agregan 100 µl/pocillo del sustrato y se incuba por 15 minutos en 
oscuridad y a temperatura ambiente (tapado con papel aluminio). 
12. Se detiene la reacción agregando 50 µl/pocillo de la solución stop. 
13. Se miden los valores de densidad óptica (OD) en un lector de ELISA 
(Thermo, Labsystems MS Multiskan, Waltham, EE.UU) con un filtro de 




Anexo 9: Técnica de Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) 
Soluciones utilizadas: 
Proteinasa K: 
Buffer de stock:  
0,148 g Tris-HCl 
0,02 g Cl2Ca 
20 ml de agua destilada ultrapura  
La solución de stock debe tener un PH de 8. Se reconstituye la proteinasa K 100 
gramos (Promega, Byodinamics, Nº de Catálogo: V3021) en el buffer de stock. Se 
conserva fraccionada en freezer.  
dNTPs:  
Se mezclan 20 µl de cada dNTP (del set de dATP, dCTP, dGTP, dTTP 100 mM, 
Promega, Byodinamics, Nº de Catálogo: U1420) y 120 µl de agua destilada 
ultrapura (libre de DNAasas y RNAasas, Promega, Byodinamics, Nº de Catálogo: 
P1193). Se conservan fraccionados en freezer. 
Etanol 70 %: 
Se mezclan 7 partes de alcohol etílico absoluto con 3 partes de agua destilada 
ultrapura. Se mantiene a temperatura ambiente. 
Procedimiento:  
1. Se realiza la extracción del ADN desde los diferentes tejidos con un kit 
comercial (Wizard Genomic DNA Purification Kit, Promega, 
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Byodinamics, Nº de Catálogo: A1120) acorde a las instrucciones del 
fabricante; en los siguientes pasos: 
a. Lisis del tejido: se toman pequeñas cantidades de la muestra de 
tejido (aproximadamente 25 mg) con un bisturí y se colocan en 
eppendorf de 1,5 ml debidamente rotulados. Se adicionan 500 µl 
de la solución de lisis nuclear del kit comercial y 20 µl de 
proteinasa K reconstituida en cada muestra. Las muestras se 
incuban baño maría a 55ºC hasta que la muestra quede 
totalmente lisada (toda la noche). Durante la incubación mezclar 
en vortex para dispersar la muestra.  
b. Precipitación de proteínas: Se colocan las muestras en gradilla 
hasta alcanzar la temperatura ambiente. Se adicionan 200 µl de la 
solución precipitadora de proteínas del kit a cada muestra. Se 
mezcla con vortex por 20 segundos. Luego se mantienen las 
muestras sobre hielo por 5 minutos. Se centrifugan por 4 minutos 
a 16000 g.  
c. Precipitación del ADN: Se remueve el sobrenadante anterior y se 
transfiere a eppendorf de 1,5 ml con 600 µl de alcohol isopropílico 
(Biopack). Se mezcla por inversión varias veces. Se centrifugan por 
1 minuto a 16000g. 
d. Rehidratación del ADN: Se elimina el sobrenadante y se agrega 
alcohol etílico 70 % al pellet. Se mezcla por inversión 5 a 6 veces. 
Se centrifuga por 1 minuto a 16000g. Se descarta el sobrenadante 
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y se deja secar en baño maría a 55ºC por 15 minutos. Luego se 
adicionan 100 µl de la solución de rehidratación del ADN del kit a 
cada muestra. Las muestras se dejan en heladera a 4ºC hasta el 
día siguiente o bien, a 65ºC por una hora si se continúa con la 
técnica de PCR en el día. 
2. Preparación de la mezcla madre (mastermix):  
   - muestra de ADN: 1 µl  
   - 10x PCR buffer: 2,5 µl  
   - BSA: 20 µg/ ml 
   - MgCl2: 0,75 mM 
   - Concentración primer TOX 5: 0,5 µM 
   - Concentración primer TOX 8: 0,5 µM  
   - Nucleótidos (dNTPs): 250 µM  
   - Taq ADN polimerasa: 5 U/100 µl 
   - Agua bidestilada hasta completar un volumen final de 25 µl.   
Se multiplica el volumen de cada componente (excepto el ADN) por el 
número de muestras a procesar más 3 (controles positivo, negativo y 
remanente). Se realiza la mezcla en un tubo (Mastermix). Se 
mantienen y preparan todas las soluciones sobre hielo hasta cargar el 
termociclador. Se fracciona el Mastermix en microtubos de 0,2 ml a 
razón de 23 µl por microtubo en la habitación de Mastermix. Se carga 
el ADN en la habitación de extracción. En cada ciclo de amplificación 
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se colocaron como control positivo ADN de T. gondii (cepa RH) y como 
control negativo una muestra sólo con mastermix (NTC). 
3. Se colocan los tubos en el termociclador (T18, IVEMA, Argentina) con 
el siguiente programa: desnaturalización inicial a 94ºC por 4 minutos, 
seguida de 35 ciclos de desnaturalización (94ºC, 60 s), alineamiento 
(59ºC, 60 s) y extensión (72ºC, 60 s), y un paso de extensión final a 
72ºC por 10 minutos.  
Anexo 10: Preparación de geles de agarosa y revelado de productos de PCR 
Soluciones utilizadas: 
Solución de buffer Tris Base EDTA (TBE) 
Solución madre (5x):  
54 g de Tris base  
27,5 g de Ácido bórico  
20 ml EDTA 0.5M (PH: 8)  
Se completa hasta 1000 ml con agua destilada.  
Se coloca en frasco de vidrio. Se mantiene a temperatura ambiente. La solución 
de trabajo se prepara con la solución madre al 0,5 % en agua destilada. 
Geles de agarosa al 1,5 %: 
Para preparar un gel de 17 calles: 
0,45 g de Agarosa (Biodynamics, Nº de Catálogo B030)  
30 ml de Buffer TBE 0,5 % 
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3 µl SYBR Safe DNA gel stain (Invitrogen, Catálogo Nºde Catálogo s33102)  
Pesar la agarosa y colocarla en un Erlenmeyer. Agregar el buffer TBE y llevar a 
microondas a potencia máxima hasta que comience la ebullición. Sacar del 
microondas y agitar suavemente hasta su completa disolución. Dejar entibiar y 
agregar el colorante Sybr Safe DNA, homogeneizar. Volcar el contenido en el 
molde para preparar el gel, colocar el peine y esperar hasta su gelificación 
completa protegido de la luz. Luego extraer el peine para poder sembrar las 
muestras. 
Para un gel al 2,5 %: Para un gel de 17 calles mezclar 0,75 gr de agarosa + 30 ml 
de TBE 1X y 3 µl de SYBR Safe. Para un gel al 3 %: Para un gel de 17 calles mezclar 
0,9 gr de agarosa + 40 ml de TBE 1X y 4 µl de SYBR Safe. 
Procedimiento: 
1. Se prepara un gel de agarosa al 1,5 %.  
2. Se cargan 10µl de cada muestra+ 2 µl de buffer de muestra coloreado 
(Byodinamics, Nº de Catálogo BO60) en cada calle del gel. Utilizar el 
mismo volumen para el marcador de peso molecular (Promega, 
Byodinamics, Nº de Catálogo G2101, 100 a 1500 pb).  
3. El gel se coloca en cuba electroforética horizontal y se realiza una 
corrida electroforética a 120 voltios por 30 minutos o hasta que el 
colorante haya migrado de acuerdo al peso molecular buscado. Para 
la corrida, se llena la cuba con buffer TBE 1x (diluir 1 en 4 el buffer 
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TBE 5x). Controlar durante la misma que el buffer siempre cubra los 
geles. 
4. Se observa en cuarto oscuro con un transiluminador de luz azul para 
poner en evidencia los fragmentos de ADN (Foto 4). 
 
Anexo 11: Técnica de PCR anidada (nested-PCR) seguida de cortes con enzimas 
de restricción (RFLP) 
Para realizar la genotipificación de T. gondii por PCR-RFLP se utilizan dos grupos 
de marcadores denominados nuevos y viejos. Los nuevos son: c22-8, L358, PK1, 
c29-2 y Apico. Los viejos son: nSAG2, BTUB, GRA6 y SAG3. En una primera etapa 
se realizan dos multiplex con primers externos para cada grupo de marcadores a 
partir del ADN extraído. 
Procedimiento: 
1. Se prepara el mastermix multiplex (ronda externa):  
ADN muestra: 2,5 µl 
BSA: 20 µg/ml  
MgCl2: 1,50 mM  
Concentración del primer (I): 0,30 µM 
Concentración del primer (II): 0,30 µM  
Concentración de los dNTP: 250 µM   
Taq-polimerasa: 5 U/100 µl 
Agua bidestilada hasta completar un volumen final de 25 µl.   
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2. Se colocan los tubos de PCR en el termociclador y se utilizarel 
siguiente programa: desnaturalización inicial a 94°C por 4min, seguida 
de 35 ciclos de desnaturalización (94°C, 30seg), alineamiento (55°C, 
60 seg) y extensión (72°C, 2min) y una extensión final a 72°C po 5min. 
3. En una segunda etapa se utilizan los primers internos para completar 
la nested-PCR. En este paso se toma ADN amplificado de la primera 
etapa y se agrupan las reacciones de la siguiente manera: 
- marcadores nuevos internos (c22-8, c29-2, Apico, PK1 y L358) 
- nSAG2  
- BTUB y GRA6 
 - SAG3 
Se prepara el mastermix (ronda interna): 
Volumen de ADN: 2,5 µl  
BSA: 20 µg/ml  
MgCl2: 0,75 m 
Concentración del primer (I): 0,50 µM  
Concentración del primer (II): 0,50 µM  
Concentración de los dNTP: 250µM 
Taq-polimerasa: 5 U/100 µl 
Agua bidestilada hasta completar un volumen final de 25 µl.   
4. Al finalizar la nested-PCR se realizan los cortes con enzimas de 
restricción en baño maría seco según el tiempo indicado para cada 




nSAG2: 37ºC, 0,5 h 
65ºC, 0,5 h 
BTUB: 37ºC, 1 h  
 65ºC, 1 h  
GRA6:  
65ºC, 1 h  
H2O 3,7 µl  H2O 3,7 µl  H2O 3,9 µl  
TaqI Puffer 1 µl  TaqI Puffer 1 µl  R 1 µl  
TaqI 0,1 µl  TaqI 0,1 µl  Tru1I 0,1 µl  
Bsh1285I 0,2 µl  Bsh1285I 0,2 µl  DNA 5 µl 
DNA 5 µl DNA 5 µl   
SAG3:  
37ºC, 1 h  
C22-8:  
37ºC, 0,5 h  
L358:  
37ºC, 1 h  
H2O 3,9 µl  H2O 3,7 µl H2O 3,7 µl  
Tango Y 1 µl   Tango 1 µl  R 1 µl  
BcnI 0,1 µl  Alw26I 0,1 µl BsuRI 0,1 µl  
DNA 5 µl  MboII 0,2 µl Hin1II 0,2 µl 
   DNA 5 µl  DNA 5 µl 
PK1:  
37ºC, 1 h  
Apico:  
37ºC, 1 h  
c29-2: 37ºC, 1 h  
 65ºC, 1 h  
H2O 3,8 µl  H2O 2,6 µl  H2O 3,8 µl  
Tango 1 µl  Tango 2 µl Tango 1 µl  
Eco88I, RsaI 0,1 µl   BspTI, HpyF3I 0,2 µl  RsaI, TaiI 0,1 µl  
DNA 5 µl DNA 5 µl DNA 5 µl 
 
5. Se preparan los geles de agarosa al 2,5 % para todos los marcadores 
excepto para Apico que se utilizaron geles de agarosa al 3 %, teñidos 
con SYBR Safe (Invitrogen, Oregon, USA) y utilizado un marcador de 
pares de bases de 100bp (Ladder cada 100bp, 100-1000, Biodynamics, 
Argentina), se cargan las muestras y se realiza la electroforesis de los 
geles a 120 voltios por 30 minutos. 
6. Los productos amplificados se observan en cuarto oscuro con un 
transiluminador de luz azul y se comparan los cortes con el patrón (Su 





Anexo 12: Aislamiento de T. gondii en ratones 
Solución fisiológica (ClNa al 0,85 %) 
0,85 g de Cl Na 
100 ml de agua destilada 
Se esteriliza en autoclave a 121ºC durante 30 minutos. 
Procedimiento: 
1. El material sospechoso (homogenato de snc) se resuspende con 
penicilina G potásica y estreptomicina (10.000 UI y 100 mg 
respectivamente por cada 100 ml). 
2. Se inoculan los ratones por vía subcutánea utilizando agujas 25G (0,5 
ml por ratón). 
3. A la semana se realiza un lavado con 1 ml de solución  fisiológica 
estéril la cavidad peritoneal. Se coloca una gota en un portaobjeto, se 
monta con cubreobjeto y se observa al microscopio. La ausencia de 
taquizoítos no indica necesariamente que el animal no se haya 
infectado. 
4. Los ratones se observan hasta los 30 días p.i. Se controlan 
diariamente en busca de signos clínicos, si hay muertos antes de 
finalizar el período de observación se examina cerebro en busca de 
quistes para confirmar la presencia de parásitos. 
5. Al finalizar el período de observación se extrae sangre de los ratones y 
se examina el suero a fin de detectar anticuerpos específicos por IFI 
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con conjugado anti-Ig G de ratón (Sigma-Aldrich, Nº de Catálogo 
F9006).  
6. De los animales seropositivos se obtiene el cerebro y se observa en 
fresco. Si se detectan quistes, se cuentan y se hace una suspensión. Se 
inoculan 500-1000 taquizoítos por ratón con el fin de mantener la 
cepa. 
7. Se sacrifican a los animales conservados y se reinocula al observar 
signos clínicos. O bien estipulando un período de acuerdo a la 
virulencia de la cepa.  
 
 
 
 
 
 
